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Les seules choses qui sont impossibles à finir 
sont celles qu’on ne commence pas...»
Lynn Johnston
SOMMAIRE
L’azote est un nutriment essentiel à la vie. La production primaire de plusieurs écosystèmes est limitée 
par la biodisponibilité de l’azote. La principale voie naturelle de transformation du diazote 
atmosphérique en azote biodisponible est la fixation d’azote. Ce processus est effectué par les 
organismes diazotrophes, dits fixateurs d’azote, grâce à une enzyme, la nitrogénase.
La fixation d ’azote est un processus qui peut être limité par plusieurs facteurs dont le manque de 
nutriments et des facteurs abiotiques défavorables. La fixation d ’azote est également un processus 
dynamique qui varie dans le temps, à court et à long terme, selon l’environnement de l’enzyme.
Plusieurs études ont démontré que la fixation d’azote symbiotique était un processus important dans le 
cycle biogéochimique terrestre de l’azote, mais peu d’études ont été faites sur la fixation non- 
symbiotique de l’azote. Ce manque d’informations étant dû à la croyance généralisée que l’apport 
d’azote par les fixateurs non-symbiotiques était négligeable. Des études récentes ont par contre 
démontré que ce n’était peut-être pas le cas et que des efforts devaient être déployés afin d ’avoir une 
meilleure estimation de l’apport réel des fixateurs non-symbiotiques.
Dans le cadre des recherches présentées ici, nous avons tout d’abord étudié les limitations de la fixation 
d’azote non-symbiotique en nutriments dans les milieux tempérés froids. Des études similaires en 
milieux tropicaux ont démontré que la fixation d’azote pouvait y être limitée par la présence des 
nutriments Mo et P. Pour l’étude présentée ici, les milieux tempérés froids ont été divisés en deux 
catégories, les milieux à couvert végétal majoritairement feuillu et majoritairement résineux. Les 
résultats ont permis de démontrer que la fixation d ’azote et les limitations en nutriments étaient 
dépendantes du couvert végétal.
Nous avons ensuite étudié l ’évolution de la limitation de la fixation d’azote au cours d’une saison. En 
effet, plusieurs études à long-terme (plusieurs saisons) avaient démontré des variations des taux de 
fixation d’azote, mais peu d’études se concentraient sur l ’évolution saisonnière. Les résultats ont 
démontré qu’une évolution saisonnière était bien présente et qu’elle devait être prise en compte lors de 
comparaisons entre différentes études, surtout pour les milieux tempérés froids où les saisons sont 
grandement différentes les unes des autres.
Ensuite, nous avons fait l’étude des facteurs influençant la fixation d ’azote à court-terme (quelques 
heures à quelques jours). Plusieurs études avaient déjà démontré que la fixation d’azote était influencée 
par une modification de paramètres abiotiques. La dynamique de ces variations de taux de fixation 
d’azote était mal' connue. Celle-ci a pu être évaluée grâce à une nouvelle méthode plus sensible de 
mesure de taux de fixation d’azote en continu, ARACAS. Nous avons montré que la fixation d’azote 
répondait rapidement à des changements de paramètre abiotiques et qu’il est maintenant possible 
d’observer ces changements rapides grâce à la méthode d’ARACAS. De plus, nous avons été en mesure 
d’identifier, grâce à cette méthode plus sensible, une association mousse-cyanobactéries entre 
Anomodon attenuatus et les cyanobactéries Calothrix sp. et Nostoc sp., association jusqu’alors 
inconnue.
Des études connexes ont aussi permis de démontrer tout le potentiel de l’étude des fixateurs non- 
symbiotiques. Ainsi, nous avons démontré qu’il serait possible, grâce à des études futures, de voir de 
quelle façon la fixation d’azote non-symbiotique des associations mousses-cyanobactéries est limitée. Il 
serait aussi possible d’étudier la fixation non-symbiotique dans un contexte de réchauffement 
climatique et d’augmentation de la quantité de CO2  dans l ’atmosphère. De plus, les résultats de l’étude 
du relargage des nutriments au cours d’une saison et en fonction du couvert végétal permettront aussi de 
comprendre de quelle façon fonctionnent les nitrogénases et comment l’apport en nutriments varie au 
cours d’une saison.
Finalement, l’ensemble des résultats obtenus démontrent que la fixation d’azote non-symbiotique est 
bien mal évaluée. À cause de leur aire de distribution élevée, les fixateurs d ’azote non-symbiotiques 
pourraient avoir un apport en azote au cycle global beaucoup plus élevé que celui actuellement estimé. 
Une nouvelle estimation tenant compte des nouveaux et futurs développements pourrait permettre de 
raffiner les estimations du cycle de l’azote et du budget d’azote global.
Mots clés : Fixation d’azote, Anomodon attenuatus, ARACAS, cinétique à court-terme, symbiose, non- 
symbiotique, milieu tempéré froid, molybdène
REMERCIEMENTS
Je tiens tout d’abord à remercier le Pr. Jean-Philippe Bellenger de m ’avoir accueillie dans son 
laboratoire durant les deux dernières années. J ’ai eu la chance de sortir de ma zone de confort et de 
travailler sur plusieurs projets énormément enrichissants et ce malgré mon manque de connaissances 
initiales sur le sujet. Merci de m’avoir fait confiance pour le démarrage du laboratoire.
Je remercie également tous mes collègues du laboratoire Bellenger. Patrick, collègue depuis le bac et 
ami pour longtemps encore j ’espère, Romain, avec qui j ’ai eu des tonnes de conversations (utiles ou 
pas) toujours intéressantes et qui a fait mes analyses ICP-MS, Lounès qui sait toujours trouver des 
façons originales de nous faire rire, Nina et Christelle qui m ’ont rejoint en tant que membres de la gente 
féminine du laboratoire et qui sont pour cela très précieuses. Merci à René Gagnon, notre colocataire de 
laboratoire, pour l’aide et le support toujours très appréciés.
Je dois également remercier tous les stagiaires qui ont collaboré au projet de près ou de loin, mais plus 
spécialement Karine, Julie et Anne-Marie. Special thanks to Pr. Nicolas Cassar, Bruce Bamett and 
Cameron Setzer of Duke University who hosted me and helped me with the ARACAS project.
Merci à Mark Davidson Jewell pour sa grande contribution au projet de spécificité et de relargage. 
Merci à William «Bill» Pearson pour les analyses C/N. Merci à tous les indispensables du département 
de chimie : Solange Thériault, Sylvie Carrier, Maurice Luc, François Rivard, Philip Richter, Jean-Marc 
Chapuzet et Michel Trottier.
Merci aux membres du jury, Pr. Serge Lacelle et Pr. Armand Soldera pour le temps accordé à la lecture 
de mon mémoire et pour vos judicieux conseils.
Merci à tous les chimistes que j ’ai cotoyés durant les deux ans qu’a duré ma maîtrise. La promo 44, 
vous serez toujours les meilleurs dans mon cœur ! J ’ai pu trouver à Sherbrooke des gens formidables et 
passionnés qui sont vite devenus des amis. Il m ’est impossible de nommer tout le monde ici, mais 
beaucoup d’entre vous avez été importants pour moi (vous vous reconnaissez sans doute) et j ’espère 
que vous resterez dans ma vie longtemps encore. Merci également à mes amis de Shawinigan, qui font
v
preuve d ’une amitié inconditionnelle et qui m ’ont peut-être trouvée parfois absente, mais qui ont su me 
changer les idées lorsqu’il le fallait.
Merci à ma famille que je n’ai pas pu voir aussi souvent que je  l ’aurais voulu durant mes études. Un 
merci énorme à mes parents pour leur support financier et moral et pour leurs encouragements. C ’est 
grâce à vous si je  me suis rendue jusqu’ici et je  ne pourrais jamais assez vous remercier.
Je dois également remercie mon copain Frédéric de m’avoir soutenue tout au long de ma maîtrise. Tu as 
su être très patient avec moi et je sais que je ne t’ai pas fait la vie facile. Merci d’avoir toujours été à 
mes côtés.
Finalement, rien de tout cela n’aurait pu être possible sans les supports financiers ; l’Université de 
Sherbrooke, le département de chimie, le programme de Chaires de Recherche du Canada, le Conseil 
de Recherches en Sciences Naturelles en Génie du Canada (CRSNG) et le Fonds de Recherche du 
Québec -  Nature et Technologies.
TABLE DES MATIÈRES
SOMMAIRE........................................................................................................................................................ m
REMERCIEMENTS.............................................................   V
TABLE DES MATIERES...........................................................................................................................   VII
LISTE DES ABREVIATIONS........................................................................................................................... X
LISTE DES TABLEAUX................. XI
LISTE DES FIGURES...................................................................................................................................... XII
INTRODUCTION :..........................................................................................................................   1
CHAPITRE 1 NOTIONS THEORIQUES..........................................................................................................4
1.1. Le cycle de l’azote................................................................................................................................4
1.2. La nitrogénase ......................................  5
1.3. Les fixateurs d’azote............................................................................................................  -7
1.4. Mesure de la fixation d ’azote...............................................................................................................8
1.4.1. Méthode directe par dilution isotopique............................................................................... 8
1.4.2. Méthode indirecte par réduction de l’acétylène..................................................................8
1.5. Analyse des nutriments..........................      11
1.5.1. Source de plasma à couplage inductif -  spectromètre de masse (ICP-MS)..................11
1.5.2. Analyseur élémentaire (CHNOS)........................................................................................ 11




2.2.1. Sites de collecte et échantillonnage.................................................................................... 16
2.2.2. Additions de Mo et P .............................................................................................................17
2.2.3. Caractérisation des sols et des litières................................................................................ 18
2.2.3.1. Préparation de échantillons....................................................................................18
2.2.3.2. Analyse des micronutriments totaux..................................................................... 18
2.2.3.3. Analyse des micronutriments biodisponibles...............     19
2.2.3.4. Analyse élémentaire (ICP-MS)..............................................................................20
2.2.3.5. Analyse élémentaire (C/N)..................................................................................... 20
2.2.3.6. Mesure du pH ........................................................................................................... 21
2.3. Résultats...............................................................................................................................................21
2.3.1. Composition nutritionnelle des sites feuillus et résineux..............................................21
vii
2.3.2. Fixation d’azote des sites feuillus et résineux..................................................................23
2.3.3. Effets des ajouts de nutriments sur la fixation d’azote des litières de feuilles.............25
2.3.3.1. Feuillus..................................................................................................................... 25
2.3.3.2. Résineux....................................................................................................................25
2.3.4. Variabilité temporelle........................................................................................................... 26
2.4. Discussion............................................................................................................................................26
2.4.1. Limitations de la fixation d ’azote sur les sites feuillus et résineux................................26
2.4.2. Variabilité temporelle .'................................................................................................. 27
2.5. Conclusion................................................................... !............. 28
CHAPITRE 3 CINETIQUE A COURT TERME DE FIXATION D’AZOTE PAR UNE 
ASSOCIATION MOUSSE-CYANOBACTERIE...........................................................................................29
3.1. Introduction......................................................................................................................................... 29
3.2. Partie expérimentale.......................................................................   30
3.2.1. Échantillons........................................................................................................................... 30
3.2.2. Site de collecte et échantillonnage..................................................................................... 31
3.2.3. Mesure de la fixation d’azote.............................................................................................. 32
3.2.3.1. Cavity ringdown spectroscopy........................ .............................. '....................... 32
3.2.3.2. Application de la technologie CRDS à la mesure de fixation d ’azote 
(ARACAS)............................................................................................................... :..............34
3.2.4. Identification des diazotrophes....................   35
3.2.4.1. Microscopie à épifluorescence..............................................................................35
3.2.4.2. Préparation des lam es............................................................................................35
3.2.5. Cinétique à court-terme de fixation d’azote en réponse aux facteurs abiotiques 36
3.3. Résultats et discussion................................................. 36
3.3.1. Identification d’une nouvelle association mousse-cyanobactérie..................................36
3.3.2. Cinétiques à court-terme de fixation d’azote par A. attenuatus en réponse à une 
variation des paramètres abiotiques..............................................................................................38
3.3.2.1. Conditions climatiques des sites étudiés................................................  38
3.3.2.2. Influence de la température ...............................................................................39
3.3.3. Influence de la luminosité....................................................................................  41
3.3.3.1. Influence de l ’humidité ...........................................................................................43
3.3.3.2. Caractérisation de la fixation d ’azote ..................   44
3.3.4. Effets des paramètres abiotiques sur les associations multiples mousse-cyanobactérie
...................................................................................................................................................... 44
3.4. Conclusion........................................................................................................................................45
CONCLUSION GENERALE......................................................................................   47
PROJETS CONNEXES...............................................................................................................    48
Effet d’un enrichissement en CO2 et d ’un ajout de nutriments sur la fixation d’azote
d’associations mousses - cyanobactéries................................................................................................ 48
Introduction................................................................................................................................. ....48
Partie expérimentale..........................................................................................................  49
Échantillons et site d ’échantillonnage.......................................................................  49
Traitement des échantillons et conditions expérimentales.......................................... ...49
Mesure AR A ........................................................................................................................... 51
Résultats et Discussion.......................................  51
Perspectives........................................................................................................................ .^...........52
Spécificité de la fixation d’azote et variation du relargage des nutriments dans le tem ps.............. 53
Mise en contexte.............................................................................................................................. 53
Partie expérimentale.....................;..................................................................................................54
Échantillons et site d ’échantillonnage.................................................................   54
Mesure de fixation d ’azote....................................................................................................55
Résultats et discussion.....................................................................................................................55
Fixation d ’azote.....................................................................................................................55
Relargage des nutriments.....................................................................................  56




ARA Acetylene Redaction Assay
ARACAS Acetylene Reduction Assay by Cavity ringdown laser Absorption Spectroscopy
CRDS Cavity RingDown Spectrometer
GC-FID Gas Chromatography -  Flame Ionisation Detector
ICP-MS Inductively Coupled Plasma -  Mass Spectroscopy
NIST National Institute of Standards and Technology
x
LISTE DES TABLEAUX
Tableau 1: Ratios C2 H4  : NH3  rapportés dans la littérature...........................................................................10
Tableau 2: Composition de la litière de feuilles -  Moyenne (erreur standard) abcd(ANOVA, la même
lettre indique que la différence n’est pas significative (P< 0.05, méthode Holm-Sidak))................ 21
Tableau 3: Composition des sols -  Moyenne (erreur standard) abcd(ANOVA, la même lettre indique que
la différence n’est pas significative (P< 0.05, méthode Holm-Sidak), N/D = Non-Disponible) 23
Tableau 4: Échantillonage d 'Anomodon attenuatus...................................................................................... 31
Tableau 5: Répartition des cyanobactéries et températures optimales de fixation.................   45
Tableau 6 : Aire de surface des mousses en cm2, (masse approximative sèche* en g ) .............. :............. 50
Tableau 7: Conditions expérimentales des chambres d'incubation.............................................................. 50
Tableau 8 : Conditions expérimentales des bacs d'échantillons.....................................................................51
LISTE DES FIGURES
Figure 1: Cycle terrestre de l'azote.....................................................................................................:................4
Figure 2: Structure du cofacteur MoFe -  Atome de Mo en violet (35)..........................................................6
Figure 3: Structure de la nitrogénase (31).......................................................................................................... 6
Figure 4: Distribution spatiale de la fixation d'azote symbiotique et non-symbiotique...............................8
Figure 5: Schéma d'un nébuliseur d'ICP-MS (46)..........................................................................................11
Figure 6 : Schéma d'un analyseur C, H, N (47).................................................................................................12
Figure 7: Carte géographique du positionnement des parcs............................................................ 16
Figure 8 : Photo d'un sac de résine.....................................................................................................................20
Figure 9: ARA - Sites résineux ((*) valeur significativement différente du contrôle, (a,b) comparaison
des contrôles) .....................................................     ,.24
Figure 10: ARA - Sites feuillus ((*) valeur significativement différente du contrôle, (a) comparaison
des contrôles, nd = plus bas que la limite de détection)........................................................................24
Figure 11: ARA - Variations saisonnières (l’astérisque (*) signifie que la valeur obtenue est
significativement différente du contrôle)................................................................................................. 26
Figure 12: Mousse Anomodon attenuatus...................... ................................................................................ 31
Figure 13: Montage ARACAS '............................................................................................................... 32
Figure 14: Cellule de mesure du CRDS (9 6 )................................................................................................. 33
Figure 15: Cellule de mesure d’ARACAS.......................................................................................................34
Figure 16: Exemple de graphique obtenu avec ARACAS............................................................................ 35
Figure 17: Identification des cyanobactéries présentes sur Anomodon attenuatus. Photos prises à un 
grossissement de 630X. (a,b) Colonies de cyanobactéries en microscopie à lumière transmise (a) 
Calothrix epiphytica (b) Nostoc sp. (c,d) Même échantillons en microscopie à épi-fluorescence. 
Les flèches noires et blanches désignent les hétérocytes. Seules les photos provenant 
d’échantillons du Bic sont présentées. Les photos provenant des échantillons de Caroline du Nord
peuvent être trouvées en annexe (ANNEXE V )...........................   37
Figure 18: Fixation d'azote par un échantillon A'A.attenuatus - Gaspésie (taux de fixation 13,3ppb/min) 
 ..................................................  37
Figure 19: Climatogramme des températures mensuelles....................................  38
Figure 20: Climatogramme des températures hebdomadaires ..................................................................39
Figure 21: Variation du taux de fixation d'azote lors d'une variation de température - Gaspésie............40
Figure 22: Variation du taux de fixation d'azote lors d'une variation de température -  Durham a) Basses
températures b) Hautes températures.............................................................................................. i 40
Figure 23: Variation de taux ARA relatifs d' A.attenuatus de a) Gaspésie b) Durham selon la
température................................................................................................•...................................................41
Figure 24: Influence de la luminosité - Mousse de Durham (les parties jaunes représentent les moments
d'illumination et les parties blanches les moments d'obscurité)......................................................... ..41
Figure 25: Influence de la luminosité - Mousse de la Gaspésie  .............  42
Figure 26: Influence de l'humidité -  Mousse de Durham ..............................................................................43
Figure 27: Exemple de bac avec mousse..........................................................................................................49
Figure 28: Taux de fixation d'azote moyens - Mousses en incubation........................................................52
Figure 29: Exemple d'échantillon en sac.......................................................................................................... 54
Figure 30: Répartition des échantillons............................................................................................................ 55
INTRODUCTION
L’azote est un élément essentiel à la vie. C’est un constituant fondamental des protéines (via les acides 
aminés) et de l’ADN (via les bases azotées).
Le cycle de l’azote fait partie des grands cycles biogéochimiques'de la planète. L’azote compose à lui 
seul 78% de l’atmosphère, sous forme de diazote (N2 ) non-biodisponible, c’est-à-dire non-utilisable 
directement par les plantes. On en retrouve également une concentration de 60 ppm dans la croûte 
terrestre La principale voie d’entrée naturelle de nouvel azote dans le cycle terrestre de l’azote est la 
fixation d’azote. La fixation d’azote consiste en la réduction du N2  en ammoniac (NH3) biodisponible. 
C’est un processus biologique catalysé par une enzyme, la nitrogénase. Seuls certains organismes 
procaryotes possèdent des nitrogénases, les diazotrophes. La réaction de fixation d ’azote est très 
coûteuse énergétiquement. 'L ’azote est ainsi le nutriment limitant le plus la productivité primaire 
(l’augmentation de la biomasse) dans les écosystèmes terrestres et marins 2’3. Malgré son importance, 
notre compréhension du cycle biogéochimique de l’azote reste incomplète 4. Ceci est illustré par la 
sous-estimation systématique de la quantité de N2 fixée dans les modèles.
On trouve 2 types de diazotrophes, les diazotrophes symbiotiques et les diazotrophes non-symbiotiques. 
La fixation d’azote symbiotique a longtemps été considérée comme la source principale d’azote dans 
les écosystèmes continentaux 4-7. Les informations disponibles sur les fixateurs non-symbiotiques sont 
encore limitées 8. Les techniques usuelles de mesure de taux de fixation d ’azote sont inadéquates pour 
détecter les faibles taux de fixation de ces organismes. Ce faisant, il est difficile d’évaluer avec 
précision leur apport d ’azote. Leur présence étendue dans certains écosystèmes permet de supposer que 
leur contribution pourrait être plus significative que ce qui est actuellement estimé.
La fixation d’azote est activée par le manque d ’azote dans le système 3’4, mais est limitée, entre autres, 
par la biodisponibilité des nutriments essentiels à la nitrogénases. Le fer (Fe), le molybdène, (Mo) et le 
phosphore (P) sont parmi les nutriments limitant la fixation d’azote 9_1S. Fe et Mo, en tant que 
cofacteurs métaboliques de la nitrogénase, jouent un rôle déterminant dans son activité, tandis que P est 
un constituant de l’adénosine triphosphate (ATP) qui sert au transfert d ’énergie. Jusqu’à récemment, P 
était considéré comme le principal facteur limitant la fixation d’azote en milieux continentaux. Des 
études ont cependant montré que Mo aussi pouvait être limitant 15,16. Il est donc plus que jamais un
élément qui doit être étudié en tant que limitant la fixation d ’azote. Une co-limitation Mo-P a aussi été 
observée l7.
Il est également reconnu que la fixation d’azote est influencée par les paramètres abiotiques auxquels 
sont soumis les fixateurs l8_22. Dans les milieux boréaux et arctiques, les conditions climatiques varient 
rapidement. Les dynamiques de variation des taux de fixation à long-terme (saisons, années) ont été 
bien caractérisées dans ces écosystèmes 22-25. Par contre, la plupart des études faites sur la fixation 
d’azote ne tiennent pas compte des dynamiques à court-terme. Pourtant, les systèmes de fixateurs 
d’azote (surtout les non-symbiotiques) doivent composer avec des changements rapides de paramètres 
abiotiques (quelques heures à quelques jours). Aucune méthode ne permettait jusqu’à présent d’évaluer 
avec précision l’influence de modifications de ces conditions sur la fixation d’azote. Une nouvelle 
méthode développée par Cassar et al. 2012 et présentée ici permet d ’évaluer la variation des taux de 
fixation d’azote en temps réel et de faire des études cinétiques. Ces études cinétiques permettront 
également de mieux évaluer la contribution de la fixation d’azote non-symbiotique au budget d’azote 
global, car sa sensibilité est supérieure aux techniques usuelles.
Le mémoire ici présenté se définit en 4 parties. La première partie sera un court résumé des notions 
théoriques concernant le cycle de l’azote, la fixation d ’azote, les nitrogénases et les techniques 
analytiques utilisées pour les mesures (mesure de fixation d’azote, ICP-MS, analyseur élémentaire) afin 
d’être bien outillé pour comprendre les travaux présentés.
La deuxième consistera en une description de la fixation d’azote en milieux tempérés froids. Une étude 
à l’échelle locale de la fixation d’azote en milieux tempérés froids a été effectuée. La variation du taux 
de fixation d’azote en fonction d’un apport en nutriments essentiels à la fixation d’azote (molybdène 
(Mo) et phosphore (P)) a été investiguée. Les résultats concernant la limitation en nutriments des 
différents sites seront présentés.
La troisième consiste en une étude cinétique de la fixation d’azote des associations mousses- 
cyanobactéries (AMC) en milieux tempérés froid et chaud. La variation de la fixation d’azote en 
réponse à une variation de paramètres abiotiques a été étudiée grâce à une nouvelle méthode qui sera
2
présentée ici. Il est ainsi possible de démontrer l’importance des cinétiques à court-terme dans le 
processus de fixation d’azote.
Suite à une brève conclusion sur les 2 projets principaux, des données préliminaires sur des projets en 
développement ou suspendus seront présentées. Cette partie consiste en un projet d ’étude de la variation 
fixation d ’azote d’une association mousse-cyanobactérie en fonction de l ’ajout de nutriments et de 
l’apport en CO2 et un second projet étudiant la variabilité de la fixation d’azote selon la nature de la 
litière de feuilles.
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\CHAPITRE 1 NOTIONS THEORIQUES
1.1. Le cycle de l’azote
Le cycle de l’azote est un des grands cycles biogéochimiques de la planète (Figure 1). L’azote présent 
dans l’atmosphère est majoritairement sous forme gazeuse (N2), non-biodisponible, donc non 
assimilable par les plantes. Le cycle de l’azote illustre lé passage de l’azote de sa forme non- 
biodisponible (N2) à sa forme biodisponible (NH3 ) et vice-versa. Le diazote est tout d’abord fixé par des 
organismes fixateurs d ’azote (Section 1.3). D passe donc de sa forme diazote (N2 ) à sa forme ammoniac 








Figure 1: Cycle terrestre de l'azote 
possibilité d’oxydation en nitrites (NO2 ) puis en nitrates (NO3 ) par des microorganismes nitrifiants. 
Ensuite, les plantes assimilent les nutriments et les animaux peuvent par le fait même y avoir accès. 
Suite au processus de nitrification, il peut aussi y avoir un processus de dénitrification qui permet à 
l ’azote de retourner sous sa forme atmosphérique 21. Ce processus se fait par des bactéries anaérobies 
dites dénitrifîantes, selon la séquence suivante :
(a) (£>) (c) (d)
N 0 3 -»  N 0 2 -»  NO -» N20  -»  N 2 [1 .1 ]
(a) : nitrate-réductases
(b) : nitrite-réductases
(c) : oxyde nitrique-réductases
(d) : oxyde nitreux réductases
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Plusieurs enzymes sont utilisées pour le processus de dénitrification. Ces enzymes proviennent de 
différents microorganismes qui coopèrent afin d’obtenir l’azote. C’est un processus de respiration 
secondaire des bactéries. Lorsque le sol est gorgé d’eau, la diffusion de l’oxygène y est très limitée et 
les bactéries ont besoin d ’une autre source d ’oxygène. Elles utilisent alors l ’oxygène des nitrites et des 
nitrates. La dénitrification contribue grandement à la libération de N 2 O et de NO dans l’atmosphère 
puisque la réduction peut s’arrêter n’importe où dans la chaîne de l’équation [1.1] 28. Le N2O est un gaz 
à effet de serre et un destructeur de la couche d’ozone. Le NO est oxydé en NO2  dans l’atmosphère et 
est un contributeur à l’acidification et à l’eutrophisation des écosystèmes. Le NO et le NO2  sont 
communément regroupés sous l’étiquette des NOx, gaz reconnus comme étant nuisibles pour 
l’environnement. La dénitrification excessive est donc à éviter.
Depuis l’industrialisation, le cycle de l’azote est modifié grandement par un apport anthropique 29. Le 
procédé Haber-Bosch [1.2], procédé de fabrication de.fertilisants utilisés pour les cultures, contribue 
aux deux tiers de l’apport anthropique et au quart de l’apport total d’azote dans les écosystèmes 4.
N2 + 3H2 ->2N H 3 [1.2]
La fixation d’azote étant un processus se produisant seulement lorsque le système est en situation de 
limitation, l’apport externe d’azote diminue la fixation tout en augmentant la dénitrification. La 
fertilisation des sols est donc une source de production de NOx puisque la majorité des fertilisants 
ajoutés ne sont pas assimilés par les plantes.
1.2. La nitrogénase
La nitrogénase est l’enzyme responsable de la fixation d’azote. Elle est composée de 2 sous-unités : la 
protéine fer (Fe protein) et la protéine molybdène -  fer (MoFe protein) (Figure 3)30’31. Mo peut être 










Figure 3: Structure de la nitrogénase (31 )
Le site actif de l’enzyme, l’endroit sur l’enzyme où se produit la réaction de réduction de N 2 , se trouve 
dans la protéine MoFe, plus précisément au sein du cofacteur MoFe (MoFe cofactor) (Figure 2) 34“36.
La fixation d’azote se fait selon la réaction suivante :
a -275' ”  a -7 0 Vj
^  "  3 "• r? 3  't
7 .
2 - 1





Figure 2: Structure du cofacteur MoFe -  Atome de Mo en violet (35)
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N 2 + 8 H+ + 8 é + 16ATP -> 2NH3 + H2 + 16ADP + 16 Pj [1.3]
Ce processus est très coûteux énergétiquement. C ’est pourquoi il ne se produira que lorsque le système 
est déficient en azote.
1.3. Les fixateurs d ’azote
La nitrogénase est présente seulement chez certains organismes, les diazotrophes ou bactéries fixatrices 
d ’azote. Les diazotrophes sont des procaryotes capables de vivre sans apport d ’azote externe. Elles 
fixent elles-mêmes le diazote atmosphérique en NH 3 biodisponible dont elles ont besoin pour survivre. 
Plusieurs types de diazotrophes existent et il est possible de les catégoriser grossièrement de façon 
suivante : les diazotrophes symbiotiques et les diazotrophes non-symbiotiques.
La symbiose est une association définie comme étant profitable à tous les organismes qui en font partie. 
Les diazotrophes symbiotiques sont retrouvés en association avec des organismes comme les mousses, 
les lichens et les arbres. Les diazotrophes fournissent de l ’azote aux plantes (ou champignons) 
auxquelles ils sont associés tandis que les plantes leur fournissent un environnement favorable à leur 
croissance et le carbone nécessaire. Les diazotrophes symbiotiques ont été étudiés et leur contribution 
au budget d’azote global est bien évalué 4’5.
Les diazotrophes non-symbiotiques vivent quant à eux sans dépendance à un autre organisme, dans le 
sol, l ’eau et les litières de feuilles par exemple. La fixation d ’azote non-symbiotique est un processus 
qui jusqu’à tout récemment avait suscité peu d’intérêt vu sa faible contribution présumée au budget 
d ’azote global. En effet, les fixateurs non-symbiotiques ne sont pas reconnus pour avoir un taux de 
fixation d ’azote élevé. Pourtant, leur contribution pourrait s’avérer plus importante que précédemment 
évalué. D’abord, plusieurs associations jusqu’à présent inconnues entre des cyanobactéries fixatrices 
d’azote et d’autres organismes tendent à démontrer que l’apport d’azote par les associations non- 
symbiotiques pourrait être plus élevé que précédemment évalué. De plus, l’avènement d’une nouvelle 
méthode, permettant une meilleure détection de la fixation d’azote pourrait permettre d’observer de la 
fixation chez des organismes qui n’étaient pas reconnus comme étant fixateurs. Finalement, les 
diazotrophes non-symbiotiques ont une grande distribution spatiale (Figure 4). Malgré leurs faibles 
taux de fixation, leur contribution globale pourrait donc être plus élevée qu’estimé.
7
: Non-sym biotique I
Sym biotique
Figure 4: Distribution spatiale de la fixation d'azote symbiotique et non-symbiotiqüe 
1.4. Mesure de la fixation d ’azote
Afin de comparer l ’efficacité des différents organismes fixateurs d ’azote à réduire N2 , on compare leur 
taux de fixation d’azote. Il existe différentes techniques pour mesurer les taux de fixation d’azote. La 
mesure peut se faire selon deux approches distinctes décrites ci-dessous; mesure directe ou indirecte.
1.4.1. Méthode directe par dilution isotopique
La première méthode pour mesurer la fixation d’azote est une mesure directe à partir d ’un 
enrichissement isotopique en azote 15N 37. L’organisme fixateur d ’azote est exposé à du l5 N 2 - L’azote 
qu’il fixe et qu’il utilise ensuite est donc marqué isotopiquement. Une digestion est ensuite effectuée 
par la méthode de Kjeldahl et l’azote isotopique qui en ressort est analysé par spectrométrie de masse 
37. Cette méthode permet de mesurer directement l ’azote fixé par l’organisme. Par contre, elle est lourde 
et nécessite beaucoup de manipulations. C ’est une méthode destructive. Elle comporte aussi une 
limitation au niveau de la significativité des résultats. Comme l ’azote est un constituant majeur de la 
matière organique et que le taux de fixation d’azote des organismes est habituellement relativement 
faible, il est souvent difficile d’atteindre des niveaux d’enrichissement isotopique mesurables.
1.4.2. Méthode indirecte par réduction de l’acétylène
La mesure de la fixation d’azote peut également se faire de façon indirecte, approximative, par la 
méthode de réduction d’acétylène (C2H2 ) (ARA, de l’anglais Acetylene Reduction Assay). Cette 
méthode a été développée par Hardy et al. (1968) 3 8  C ’est actuellement la méthode la plus utilisée.
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Comparativement à la méthode de dilution isotopique elle est rapide, simple et non-destructive. C ’est 
une méthode robuste qui permet d’évaluer et de comparer l’activité des nitrogénases.
En plus de réduire N2 en NH3 , la nitrogénase peut réduire diverses molécules possédant des liaisons 
triples. Parmi celles-ci se retrouvent :
N20 ^ N 2 + H20  [1.4]
C N '-» C H 4  + NH3 [1.5]
C2H2 ^ C 2H4 [1.6]
Pour la mesure de la fixation d’azote, c’est la réaction [1.6] qui est la plus intéressante. En effet, il est 
beaucoup plus facile de mesurer l ’activité de la nitrogénase en mesurant la production d ’éthylène 
(C2 H4) (la détermination d’une concentration en C2H4  étant facilement réalisée par GC-FID). La 
présence de C2 H2 dans l’environnement des nitrogénases inhibe complètement là fixation d’azote.
Pour mesurer le taux de réduction d’acétylène (taux ARA), il faut se baser sur le fait que la nitrogénase
-JQ
est une enzyme qui agit selon le modèle cinétique de Michaelis-Manten .
^ 1  ^ CQ.t
E +  S*^ ES — > E + P [1.7]
Les équations de vitesse [1.8] et [1.9] qui s’appliquent au système, démontrent que lorsque l’enzyme est 
saturée en substrat, ici C2H2, le taux de réduction maximal est atteint et la production de C2 H4  évolue de 
façon totalement linéaire dans le temps. L’activité de la nitrogénase reste constante dans le temps. La 
production C2 H4  ne dépend plus de la concentration de C 2H2 de départ et dépend seulement de la vitesse 
de la réaction au site actif de l’enzyme.
37 =  - 7 S r f f OÙS= c ^  t i .s i
ï7  =  ^ oilP  = c ^  ['.9]
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La mesure du taux de réduction de C2 H2 est donc simple à réaliser, mais elle doit ensuite être rapportée 
au taux de fixation d’azote. D est possible de relier le taux de réduction de C2 H2 au taux de fixation 
d’azote en utilisant un coefficient de conversion 38. Ce coefficient a été déterminé expérimentalement 
plusieurs fois (Tableau 1). On utilise la méthode directe isotopique afin de faire la calibration de la 
méthode de réduction de C2 H2.
G roupe Ratio C*Hj : NH*
Stewart et al. (1968)40 1,4 à 1 , 6
Hardy et al. (1968) 3 8 1,5 à 2,25
Klucas et al. (1968) 41 1,5 à 1,9
Jensen et Cox (1983)42 1,65 à 2,0
Tableau 1: Ratios C2H4  : NH3 rapportés dans la littérature
En comparant Vmax de la fixation d’azote et Vmax de la réduction de C2 H2 , Jensen et Cox (1983) ont 
observé un ratio C2H4  : NH3 de 1,8 42. En supposant une réaction parfaite, 2 électrons sont utilisés pour 
la réduction de C2 H2 et 6  électrons pour la réduction de N2 . Un ratio C2 H 2 : N2  de 3, donc un ratio 
C2 H4  : NH3 de 1,5 est obtenu. Pour expliquer le ratio plus élevé, Jensen et Cox ont affirmé qu’en plus 
d’être compétitive à la réduction de N2 , la réduction de C2 H2  est compétitive à la production de 
dihydrogène (H2 ). Cela signifie donc que les 2 électrons utilisés pour la production de H2  peuvent être 
utilisés pour la réduction de C2H 2 dans un contexte compétitif et un ratio C 2 H 2 : N 2 de 4, donc un ratio 
C2H4  : NH3 de 2,0, est obtenu, ce qui est plus près des mesures expérimentales.
Dans la pratique, le test de réduction de C2 H2 est réalisé en exposant le diazotrophe à une quantité 
saturante de C2H2  et en mesurant la quantité de C2 H4  produite en fonction du temps. Le taux de 
réduction est ensuite rapporté au taux de fixation d ’azote. Le temps entre les mesures (généralement au 
moins 3 points) varie selon l’organisme étudié. Plus un organisme a un taux de fixation élevé, plus le 
temps d’exposition peut être court. Pour des organismes ayant des taux de fixation faibles, une 
incubation de 8 h est généralement préférée. Puisque la réduction d ’acétylène implique l’utilisation 
d’énergie sans production d’aucune ressource, une déficience en énergie pour les fonctions vitales de 
l’organisme survient lors d’incubations trop longues 43,44. Cela entraîne donc une diminution de la 
fixation d’azote par manque d’énergie. Le temps d’incubation constitue une limitation de la méthode 
ARA.
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1.5. Analyse des nutrim ents
1.5.1. Source de plasma à couplage inductif- spectromètre de masse (ICP-MS)
La technique utilisée pour l’analyse des nutriments contenus dans les échantillons est l’ICP-MS (source 
à plasma à couplage inductif -  spectromètre de masse, de l’anglais Inductively Coupled Plasma -  Mass 
Spectrometer). Le plasma est un mélange gazeux conducteur pouvant atteindre 'de très hautes 
températures (jusqu’à 10 000 K) 45. L’échantillon liquide est vaporisé ou nébulisé et ensuite introduit 
dans la torche par un flux d ’argon (qui est aussi le gaz constituant le plasma). L’échantillon est ensuite 
atomisé à haute température et dans le cas qui nous intéresse ici, détecté par spectromètre de masse 
(Figure 5) 46.
In su la tin g  sh ie ld
P lasm a  Ar  H Z
A uxiliary p la sm a  Ar (op tiona l)— *:
A erosol c a rr ie r  Ar
To drain
Figure 5: Schéma d'un nébuliseur d'ICP-MS (46)
1.5.2. Analyseur élémentaire (CHNOS)
Une technique simple, utilisée pour analyser les quantités de carbone (C), d ’hydrogène (H), d’azote (N), 
d ’oxygène (O) et de soufre (S) est l’analyseur élémentaire (Figure 6 ) 4?. Les appareils d’analyse 
élémentaire sont basés sur un principe d’oxydation des molécules à haute température afin de 
transformer les éléments présents en molécules gazeuses. Les molécules peuvent ensuite être séparées 
par différents pièges ou par chromatographie en phase gazeuse et analysées, habituellement par 
détecteur à conductivité thermique.
Chambre de 
mélange Commutateur Chambre de 
Combustion Réduction \  de pression l'échantillon Détecteurs
Introduction 
de l'échantillon
piège j  HiO piège i  CQ3
Épurateur 1 J —  Épurateur
O j He
t I
Figure 6: Schéma d'un analyseur C, H, N (47)
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CHAPITRE 2 LA FIXATION D ’AZOTE NON-SYMBIOTIQUE EN MILIEUX TEMPÉRÉS FROIDS
Les résultats de l’étude présentée dans le chapitre 2 font l’objet d’une publication soumise 
(ANNEXE I).
2.1. Introduction
L’azote, nutriment essentiel pour la croissance et le développement des plantes, limite la production 
primaire dans plusieurs écosystèmes terrestres et marins 3’4,48. La fixation d ’azote est la principale voie 
naturelle d’apport d’azote dans les écosystèmes 4’5. La limitation en azote se produit, car le processus de 
fixation d ’azote est très coûteux énergétiquement et peut être limité par la biodisponibilité de nutriments 
essentiels comme le molybdène (Mo) et le phosphore (P) 3,I(M3,15~17'49’50. En effet, l’enzyme responsable 
de la fixation d ’azote, la nitrogénase, a besoin de métaux essentiels pour fonctionner correctement. Le 
fer (Fe), Mo et parfois le vanadium (V), sont requis pour agir à titre de cofacteurs 33,5U53. Les 
nitrogénases possédant le cofacteur MoFe sont les plus fréquemment exprimées par les fixateurs 54. 
L’acquisition de Mo est limitée par sa faible concentration naturelle dans la croûte terrestre et sa faible 
biodisponibilité ' ' 1 6 ,5 5 ,5 6  Les nitrogénases nécessitent beaucoup d’énergie pour fonctionner, énergie 
fournie par P. Le Phosphore est un constituant de la roche mère dont la biodisponibilité dépend des 
conditions environnantes et de l’altération de la roche mère.
Plusieurs études ont démontré l’importance de P pour la fixation d’azote. Dans plusieurs écosystèmes 
marins, la fixation d’azote est limitée par la présence de phosphate l0,13,57. En ce qui concerne les 
écosystèmes terrestres, une limitation de la fixation d’azote par P a été observée à cause de la faible 
labilité de ce nutriment. La grande demande énergétique des nitrogénases implique une grande demande
c o
en P de la part des fixateurs et c’est pour cette raison que la fixation serait limitée . Des ajouts de P ont 
augmenté la fixation d’azote de pseudolichens tout comme celle de sols et de litières de feuilles 12,59-6'. 
Ce serait aussi un élément important pour les écosystèmes boréaux et tropicaux l7.
L’implication du Mo dans la fixation d’azote est connue depuis longtemps. En effet, il a été observé que 
l’addition de Mo augmentait la fixation d ’azote de plusieurs bactéries fixatrices d ’azote en conditions 
de laboratoire 62-64. En 1930, Bortels a rapporté que la bactérie Azotobacter chroococcum avait besoin 
de Mo pour croître lorsqu’aucune source d’azote n’était présente dans le milieu, mais qu’elle pouvait 
croître sans Mo si de l’azote biodisponible était présent. Puis, en 1940 il a étendu ses observations à la
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cyanobactérie Nostoc sp. Par la suite, les études sur l’importance du Mo pour la croissance et la fixation 
d’azote des organismes diazotrophes se sont succédées 65,66.
Plusieurs organismes fixateurs d’azote, particulièrement les organismes symbiotiques, sont importants
ft  7en agriculture . Augmenter leur production d’azote pourrait signifier une augmentation de la 
production des récoltes, ce qui est un enjeu important sur terre de nos jours 68. La fertilisation des 
cultures au Mo a été maintes fois décrite comme augmentant la production des cultures, ce qui pourrait
S'? ftQ 7 ?certainement être relié à sa fonction dans la fixation d’azote au niveau de l’enzyme nitrogénase . 
La productivité des légumineuses en général dépend de l ’efficacité de la nodulation. La fixation d’azote 
des légumineuses augmente sous fertilisation au Mo, habituellement par une augmentation de la
S9 7 1 7 7quantité de nodules ou par une production de biomasse plus élevée ’ ’ . On a aussi observé une 
augmentation de la croissance des pousses 71. D n’y a pas seulement la fertilisation du sol en Mo qui 
augmente la fixation d’azote. Il a également été observé qu’une application de Mo sur les feuilles de 
plante augmentation la nodulation et l’activité des nitrogénases dans des sols de fertilités faible et 
élevée 74_76. D a aussi été mesuré que les plantes cultivées sur des sols déficients en Mo ont un taux de 
fixation d ’azote plus faible 11. Le Mo est donc un élément important pour l ’agriculture de par son 
importance dans le processus de fixation d’azote.
D’autres symbioses impliquant le Mo dans le processus de fixation d’azote ont aussi été observées. Il 
est connu que les lichens sont des organismes fixateurs d’azote lorsqu’un de leurs constituants est une 
cyanobactérie fixatrice d ’azote. Une étude sur le lichen Lobaria spp. a démontré que le Mo influençait 
la fixation d’azote par ces organismes tout comme il le fait pour les cyanobactéries libres 78. Une 
augmentation de la quantité de Mo dans un écosystème où il est limitant augmente l’activité de la 
nitrogénase. On peut donc supposer que le Mo a une influence sur plusieurs systèmes de fixation 
symbiotique de l’azote.
En ce qui concerne la fixation d’azote non-symbiotique, Barron et al. (2009) ont démontré que Mo était 
le principal facteur limitant la fixation d’azote dans les forêts tropicales du Panama. Wurzburger et al. 
2012 ont aussi montré que Mo et P interagissaient pour limiter la fixation d’azote dans ce même 
écosystème. La limitation au Mo a également été étudiée dans des écosystèmes sub-boréaux. Silvester 
(1989) a démontré que la fixation d ’azote non-symbiotique dans les litières de feuilles était limitée par
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la présence de Mo dans les forêts du nord-ouest des États-Unis (Oregon). La limitation au Mo dans la 
fixation d’azote non-symbiotique a été peu étudiée, mais vu l’importance de cette limitation dans les 
systèmes symbiotiques et la présence de nombreux systèmes non-symbiotiques, il serait nécessaire de 
s’y intéresser.
Dans l’étude ici présentée, la fixation d’azote sera mesurée en réponse à des manipulations à court- 
terme sur la litière de feuilles de différentes forêts et de différents couverts végétaux (feuillus, mixtes, 
résineux) de forêts boréales du Québec, Canada. Comme peu d’études ont été faites sur les forêts 
boréales, nous voulons caractériser les limitations en nutriments (Mo et P précisément) de ces sites afin 
de déterminer s’il existe une relation entre la limitation des sols et le couvert végétal. Si une telle 
relation est présente, la caractériser permettra d’évaluer de façon plus précise l ’apport en azote par les 
fixateurs non-symbiotiques et les limitations présentes en forêt boréale. Ceci permettra également 
d’avoir une meilleure estimation de l’apport d ’azote par les fixateurs non-symbiotiques en milieux 
tempérés froids au budget d’azote global. Grâce à notre étude, nous serons en mesure de déterminer s’il 
y a une limitation et si c ’est le cas, par quel(s) nutriment(s). Nous souhaitons également comparer les 
limitations des forêts boréales à celles des forêts tropicales de Barron et al. (2009) et à celles des forêts 
tempérées froides de Silvester et al. (1989).
De plus, les études sur les limitations de la fixation d ’azote sont souvent faites à un temps fini ou au 
cours de plusieurs années. La variabilité au cours d ’une même saison est souvent négligée, car peu 
importante sur des études s’étendant sur plusieurs années. Pourtant, les conditions climatiques et le 
relargage des nutriments varient de façon saisonnière. Puisque les nutriments présents dans les litières 
et par le fait même dans le sol sont différents au début et à la fin de la saison, les limitations le seront 
possiblement aussi. L’activité enzymatique varie également. Au début de la saison, elle est plus faible 
puisque la température est basse et qu’il y a peu de croissance des bactéries. De plus les bactéries sont 
peu actives à cause de l’hiver. Par contre, au milieu de la saison, la croissance des bactéries est à son 
maximum parce que les températures et l ’humidité sont favorables. Leur activité risque donc d’être plus 
élevée et la fixation d’azote aussi. Dans cette étude, les limitations de là fixation d ’azote au cours d ’une 
saison ont été étudiées pour un même site afin de caractériser la variabilité saisonnière et de déterminer 
son implication dans les mesures de fixation d ’azote.
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2.2. Partie expérimentale
2.2.1. Sites de collecte et échantillonnage
Les sites d’échantillonnage sont situés dans la forêt boréale du sud du Québec, Canada. Les sites 
sélectionnés sont des parcs nationaux du Québec; Parc du Mont-Orford (Orford, Qc), Parc du Mont- 
Mégantic (Notre-Dame-des-bois, Qc), Parc Frontenac (Sainte-Praxède, Qc) et Parc de la Yamaska 

























Figure 7: Carte géographique du positionnement des parcs
Sur chaque parc, 3 sites ont été délimités, un principalement couvert de feuillus, un avec un couvert 
mixte et un principalement couvert de résineux. (Sauf pour le parc du Bois-Beckett où seuls des sites 
feuillus et résineux ont été étudiés) Les sites ont été choisis visuellement et lorsque possible grâce à des 
cartes de description des couverts forestiers.
16
2.2.2. Additions de Mo et P
Les collectes d’échantillons se sont effectuées à l’été 2011 (de juin à septembre) et à l’été 2012 
(seulement pour l’étude de l’évolution des limitations de la fixation d ’azote durant une saison sur le 
Bois-Beckett, de juin à septembre). Sur chaque site, approximativement 3 kg de litière ont été collectés. 
À partir de ces échantillons, de 40 à 60 sous-échantillons (10 à 15 pour chaque traitement, seuls les 
résultats significatifs sont conservés pour les analyses, voir les exclusions (ANNEXE II) contenant 20, 
30 ou 40 g de litière ont été préparés. La quantité d ’échantillon utilisée était déterminée afin de remplir 
les 2/3 du bocal utilisé. Chaque échantillon était placé dans un bocal de verre de 500 mL ajusté avec un 
couvercle et surmonté d’un septum. Les traitements suivants ont été apportés :
• 4- H20  (MilliQ, Ctrl)
• + Mo [Na2M o04, ~100ug/kg]
• + P [K2H P04, ~4mg/kg]
•  +Mo+P
Les traitements ont été choisis en fonction de précédentes études 1 5 -1 7  où des stimulations avaient été 
observées. Les échantillons ont été laissés au repos 16h afin de s’équilibrer avant la mesure de réduction 
d’acétylène. Des études précédentes ont montré que la réponse microbienne à un ajout de nutriments 
s’obtenait dans des laps de temps de quelques heures 15,17. Après l’équilibration, 10% de l’air contenu 
dans les bocaux a été remplacé par C2H2. Des aliquotes de l’environnement gazeux de chaque 
échantillon ont été pris à des temps donnés, ici 0, 4 et 8  h et ont été stockés dans des vials scellés. Dans 
les 72 h suivant la prise d’aliquotes, la mesure de fixation d’azote par ARA sur GC-FID est faite. Le 
GC utilisé est le modèle Shimadzu GC-8 A, équipé d’un détecteur à ionisation de flamme et d ’une 
colonne Hayesep N 80/100. Suite à la mesure, les échantillons sont séchés à l’étuve (50°C, 48 h) et 
rangés pour analyses futures. Nos résultats n ’ont montré aucun signe de production naturelle de C2H4  
par les échantillons, ni de dégradation du C2 H2 en C2H4  au cours de l’expérience.
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2.2.3. Caractérisation des sols et des litières
2.2.3. 1. Préparation de échantillons 
Sols
Sur chaque site, 3 carottes de sols faisant entre 30 et 50 cm de longueur, dépendamment de la 
profondeur de la couche de surface, ont été collectées. Chaque carotte a été divisée en incréments de 5 
cm. Des études précédentes ayant déterminé que les nutriments influençant la fixation d ’azote se
* 17retrouvent à la surface des sols, seuls les 2 premiers incréments ont été analysés . Les échantillons de 
sols ont été séchés à l’étuve (50 °C, > 48 h) et moulus à la main à l’aide d ’un mortier et d’un pilon en 
céramique. Le broyage a été fait ainsi afin d’éviter toute contamination que pourrait amener l ’utilisation 
d’une lame en métal.
Litières
Pour chaque site, 3 sous-échantillons de litières de feuilles du contrôle (+H2O) (préalablement séchés) 
sont choisis au hasard. Les échantillons sont broyés à la main à l’aide d’un mortier et d’un pilon en 
céramique encore une fois pour éviter toute contamination.
2.2.3.2. Analyse des micronutriments totaux
Pour obtenir la quantité totale de nutriments contenue dans les échantillons de sols et de litières, on 
procède d’abord à une digestion à l’acide nitrique (HNO3 ) concentré de qualité analyses de métaux 
(Trace métal grade), assistée par micro-ondes. Pour les échantillons de sol on utilise de 10 à 25 mg 
d’échantillon tandis que pour les litières 100 à 105 mg sont utilisés. La masse d’échantillon appropriée 
est pesée précisément et transférée dans un tube à digestion. De 5 à 10 mL de HNO3 concentré sont 
ajoutés à l’échantillon. Le tout est ensuite digéré à l’aide d’un digesteur micro-ondes (Mars Xpress 
CEM), selon les paramètres suivants :
Puissance 800 W. 100%
0-205 °C en 15 minutes 
205 °C pendant 60 minutes
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2.2.3.3. Analyse des micronutriments biodisponibles
Les échantillons ont été extraits afin d’évaluer la quantité de nutriments accessibles aux bactéries 
présentes sur les litières, donc disponibles pour la fixation d’azote. Pour les échantillons de sols, les 
extractions ont été faites avec de la résine (Dowex 1X4 -  50, préalablement lavée avec HNO3 10% et 
H2 O MilliQ et séchée, > 48 h, 50 °C) dans un ratio 1 : 2 : 60 échantillon : résine : eau ,7. Les 
constituants ont été mis en contact pendant 16 h. Les échantillons et la résine ont ensuite été séparés à 
l’aide de centrifugations successives et d’un gradient de sucrose19. Line première extraction avec 30 mL 
de sucrose 1,31 M, suivie d’une centrifugation à 1900 xg est faite. Puisque les billes de résine ont une 
densité inférieure à celle du sucrose, celles-ci flottent à la surface. Il est donc facile de les séparer par 
simple décantation. Les billes sont ensuite rincées à l ’eau MilliQ pour tenter de se débarrasser des 
résidus flottants. Les billes ayant une densité plus faible que l’eau coulent au fond de l’erlenmeyer. Line 
fois l’eau retirée, 30 mL de sucrose 1,46 M sont ajoutés. Les échantillons sont agités 30 sec sur un 
agitateur vortex, puis centrifugés 3 mins à 4600 rpm. Les billes sont à nouveau décantées et rincées à 
l ’eau MilliQ. Finalement, 50 mL d’eau MilliQ sont ajoutés aux billes et le tout est agité' 15 mins à 160 
rpm sur un agitateur orbitalaire. Le tout est finalement filtré sur un entonnoir Büchner en verre fritté à 
pression réduite. L’échantillon est rincé à l’eau MilliQ, séché à l’acétone, récupéré puis séché à l ’étuve 
(> 24 h, 50 °C). Le pourcentage de récupération des billes est calculé et est > 90%.
Pour extraire les échantillons de litières, il n’est pas possible d’utiliser la méthode préalablement 
utilisée pour les sols, car la litière à une densité semblable à celle de la résine et la séparation est 
beaucoup trop difficile à faire. Des sacs de résine sont donc fabriqués 80-83. Les sacs sont faits à l ’aide 
de bas de nylon (la partie la plus épaisse pour éviter que les billes passent au travers) cousus en forme 
de pochette d’entre 8  et 10 cm2 de surface, dans lesquels sont insérées des billes de résine (Figure 8). 
Les ratios utilisés sont les mêmes que pour la résine libre. Le sac de résine est placé dans l’échantillon 
et agité pour au moins 12 h. Le sac est ensuite retiré et rincé à l’eau MilliQ afin d ’enlever le maximum 
de résidus organiques. On le place ensuite à l’étuve à 50 °C pour plus de 24h afin de sécher au 
maximum les billes.
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Figure 8 : Photo d'un sac de résine
2.23.4. Analyse élémentaire (ICP-MS)
Pour les échantillons sous forme de résine, la résine (libre ou en sac) est extraite à l’aide de HNO3 10% 
(2h pour la résine libre, 4h pour les sacs) et l ’acide est ensuite analysé 94. Les échantillons digérés sont 
analysés directement après la digestion. Les échantillons sont dilués (5 ou 20 fois selon la concentration 
attendue) avant d’être analysés.
Les échantillons sont analysés par ICP-MS (Thermo Scientific XSeries 2) (Section 1.5.1) afin de 
déterminer la quantité de nutriments qu’ils renferment. Le plasma utilisé est un plasma à argon avec une 
CCT (technologie de cellule de collision, de l’anglais Collision Cell Technology) utilisant comme gaz 
de collision un mélange d’hélium et de dihydrogène (7%). La CCT permet de diminuer la quantité 
d’impuretés qui pénètre dans l’analyseur MS et les interférences polyatomiques en discriminant les ions 
sur la base de leur énergie cinétique. Les standards internes utilisés sont l ’indium et le rhodium. La 
courbe de calibration s’étend de 0,03 à 3 ppb pour Mo, 0,020 à 2 ppm pour P. Les limites de détection 
sont de 0,03 ppb pour Mo et 20 ppb pour P.
2.2.3.5. Analyse élémentaire (C/N)
Pour les analyses de carbone (C) et d ’azote (N), un analyseur élémentaire (CHNS, Elementar Vario 
Macro) est utilisé (Section 1.5.2). Des pastilles de papier d ’étain contenant environ 100 mg 
d’échantillon solide pesés précisément sont fabriquées. Le contrôle de qualité utilisé est le «apple 
leaves» (NIST). Le standard utilisé est l ’acide-l-glutamique.
2.2.3.6. Mesure du pH
Le pH des échantillons de sols est mesuré à l ’aide d’un pHmètre (Acumet Basic AB15). Les 
échantillons de sols sont préparés selon leur contenu. Pour les échantillons de sol minéral, 5 g 
.d’échantillon pour 50 mL d’eau distillée sont utilisés. Pour les échantillons de type organique, 10 g 
d’échantillon et 20 mL d’eau distillée sont utilisés. Les échantillons sont bien mélangés et mis sur 
l’agitateur orbitalaire pour 30 minutes. Ils sont ensuite laissés reposer pendant 30 minutes. Puis le pH 
actif est mesuré à l’aide du pHmètre calibré à pH 4, 7 et 10. L’acidité totale est ensuite mesurée en 
ajoutant du CaCL aux échantillons afin d ’obtenir une concentration finale en CaCL de 0,01 M 85.
2.3. Résultats
2-3.1. Composition nutritionnelle des sites feuillus et résineux 
Litières
Le contenu en C et en N des litières est présenté dans le Tableau 2. Le contenu en N des litières des 
sites feuillus se situe entre 1,6 et 2,3 %, tandis que le contenu pour les sites résineux est entre 0,9 et 2,1 
%. Ces valeurs sont supérieures aux valeurs obtenues par Silvester (1989) (0,6 à 1,8 %) sauf pour 
Frontenac résineux (0,9 %). Les valeurs de rapport C/N sont comparables sur tous les sites et pour tous 
les couverts à l’exception du parc Frontenac, site résineux, où il est beaucoup plus élevé, dû à une plus 
grande présence de C et une faible présence de N.
Litières
Location C/N %N %C [P] ppm [Mo] ppb [Pextr] ppm [MOe*rl ppb PH
Bois-Beckett
feuillus 27,1 (0,5)b 1,6 (0,1) 44,7 (0,1) 1271 (64)ab 131 (8)b 341 (8)a 24 (5)“ 4,1 (0,1)
résineux 25,2 (0,3)b 1,9 (0,1) 48,2 (0,4) 985 (13)“ 282 (I0)a 307 (I2 )a 33 (2)a 4,2 (0,1)
Ysmssks
feuillus 20,8 (0,8)b 2,2 (0,1) -46,4 (0,1) 1190 (40)ahc 119 (25)b 384 (26)a 17 ( l)a 5,6 (0,2)
résineux 26,8 (0,2)b 1,7 (0,1) 44,9 (0,5) 1189 (42)abc 326 (49)a 315 (30)a 25 (3)a 5,6 (0,2)
M écantie feuillus 20,3 (0 ,l)b 2,3 (0,1)
46,7 (0,2) 1488 (I8)a 107 (7)b 336 (46)“ 20 (2)a 4,5 (0,1)ITIÇKOI rltv
résineux 23,2 (0,2)b 2,1 (0,1) 49,0 (0,1) 1220 (8)ab . 1 4 0 (l3 )b 264 (16)“ 31 (7)a 4,2 (0,1)
Frontenac
feuillus 26,8 (0,5)b 1,7 (0,1) 46,0 (0,2) 907 (22)“ 50 (I7 )b 279 (10)“ 10 (9)“ 4,7 (0,2)
résineux 58,2 (g,5)a 0,9 (0,2) 50,1 (0,4) 701 (228)“ 72 (33)b 248 (71)“ 2 3 (4 )“ 4<2 (0,1)
Orford
feuillus 26,4 (0,6)b 1,7 (0,1) 45,2 (0,2) 774 (63)“* 47 (6)b 383 (14)“ 16 (5)“ 4,9 (0,1)
résineux 23,7 (0,2)b 2,0 (0,1) 48,5 (0,1) 1189 (I4 )b 338(34)“ 322 (30)a 75 (45)“ 4,4 (0,1)
Tableau 2: Composition de la litière de feuilles -  Moyenne (erreur standard) abcd(ANOVA, la même 
lettre indique que la différence n’est pas significative (P< 0.05, méthode Holm-Sidak))
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La présence de micronutriments varie selon le site d’où provient la litière. Ainsi les valeurs de P total 
varient entre 774 et 1488 ppm (facteur 2) pour les sites feuillus alors que pour les sites résineux, le s . 
valeurs s’étendent de 701 à 1220 ppm. La quantité de micronutriments extractables est un indicateur 
généralement utilisé afin d’avoir une idée de la quantité de micronutriments biodisponibles pour la 
fixation d’azote. La quantité de P extractable est uniforme pour tous les couverts et sur tous les sites, 
variant peu, de 279 à 384 ppm pour les sites feuillus et de 248 à 322 ppm pour les sites résineux.
La quantité de Mo totale varie quant à elle de 47 à 131 ppb pour les sites feuillus alors que la variation 
est beaucoup plus étendue, de 72 à 338 ppb, pour les sites résineux. Les variations observées dans les 
quantités de Mo extractable sont non-significatives, les valeurs passant de 10 à 24 ppb pour les sites 
feuillus et de 23 à 75 ppb pour les sites résineux. Sur tous les parcs, les sites feuillus ont 
systématiquement moins de Mo (total et extractable) que les sites résineux, mais cette différence n’est 
significative que pour Mo total sur les sites Bois-Beckett, Yamaska et Orford.
Aucune différence notable entre les pH des résineux et ceux des feuillus, respectivement situés entre 4,1 
et 5,6 et 4,2 et 5,6.
Sols
Les sols du Bois-Beckett feuillus ont une valeur de P total de 1, 6  à 2,7 fois celle des autres parcs tandis 
que pour les sols résineux, c’est le sol du Parc de la Yamaska qui oscille entre 3 à 5 fois la quantité de P 
total des autres parcs (Tableau 3). C’est donc dire que la quantité de P varie grandement d’un couvert 
végétal à l ’autre et d’un parc à l’autre pour un même couvert végétal. La quantité de Mo totale varie peu 
pour les sols feuillus (de 938 à 1250 ppm) tandis qu’elle varie grandement pour les sols résineux (de 
535 à 2428 ppm). De plus, les sols du site résineux du Parc de la Yamaska semblent être les plus riches 
en nutriments puisque ce sont eux qui contiennent le plus de P total et le plus de Mo total, tout parc et 
tout site confondu.
Les valeurs de P extractable sont beaucoup plus faibles dans les sols que dans les litières ; 17 à 62 ppm 
pour les sols feuillus et 13 à 8 8  ppm pour les sols résineux. Les quantités de Mo extractable sont 
comparables ; 28 à 52 ppb pour les sols feuillus et 4 à 38 ppm pour les sols résineux. Les valeurs de pH 
sont comparables entre feuillus et résineux, mis à part le site Yamaska où le pH des sols résineux est
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beaucoup plus élevé (0,4 fois plus) que celui des sols feuillus. Par contre, la composition nutritionnelle 
des 2 sites est très différente (quantité de P totale et Mo totale).
Sols
Location C ouvert [P] ppm [Mo] p p b [Pextr] p p m [MOextr] p p b PH
Boisr B eckett
feu illu s 15 5 9  (3 0 0 )ab 1 1 4 4  (2 1 8 )b 4 3  ( U ) abc 3 9  ( I 0 ) ab 3 ,9  (0 ,1 )
r
ré sin eu x 5 8 5  (6 9 )c 9 7 9  ( I 6 0 )b 13  (4 )c 12  (2 )c 3 ,8  (0 ,2 )
Yamaska
feu illu s 8 2 2  (2 0 9 )bc 9 3 8  (6 5 )b 2 6  (6 ) te 2 9  (4 )abc 3 ,9  (0 ,4 )
r
ré sin eu x 1 8 7 1  (2 0 4 )a 2 4 2 8  (3 0 2 )a 2 1  ( l ) te 3 8  (2 )ab 5 ,5  (0 ,2 )
M égantic
feu illu s 5 6 8  (9 4 )c 1 0 0 6  (7 3 )b 17  (4 )bc 2 8  (6 )abc 3 ,9  (0 ,4 )
r
ré s in eu x 6 1 1  (8 5 )c 8 0 8  ( I 5 7 )b 8 8  (9 )a 21  (2 )bc 3 ,2  (0 ,1 )
F ro n ten ac
feu illu s 9 6 4  (9 3 )bc 1 2 5 0  (9 9 )b 62  (1 6 )ab 5 2  (6 )a 4 ,5  (0 ,2 )
r
ré s in eu x 3 6 7  (8 3 )c 5 3 5  (6 8 )b 2 3  (1 5 )bc 4 ( l ) c 4 ,5  (0 ,6 )
O rford
feu illu s 5 8 2  (7 0 )c 1 1 2 5  (5 1 )b 2 2  (S )1* 3 8  (5 )ab 4 ,1  (0 ,2 )
ré s in eu x N /D N /D N /D N /D N /D
Tableau 3: Composition des sols -  Moyenne (erreur standard) abcd(ANOVA, la même lettre indique que 
la différence n’est pas significative (P< 0.05, méthode Holm-Sidak), N/D = Non-Disponible)
2.3.2. Fixation d’azote des sites feuillus et résineux
Les résultats de fixation d’azote sont présentés aux Figures 9 et 10. La fixation d’azote sur tous les 
sites feuillus est comparable, se situant entre 2,3 x 10' 2 et 5,2 x 10' 2 nmolC2H2.h l.g '1. Les résultats sont 
plus disparates pour les sites résineux, se situant entre 1,5 x 10' 3 et 2,4 x 10' 1 n m o ^ P L .h 'l.g '1. Les 
résultats obtenus montrent une différence entre la fixation d ’azote des litières de feuilles des feuillus et 
des résineux pour certains des sites étudiés. Les sites résineux des parcs de la Yamaska, Frontenac et 
Mégantic ont une fixation plus élevée que les sites feuillus, tandis que la fixation est plus élevée sur le 
site feuillus du Bois-Beckett et est à peu près équivalente pour les 2 sites du Parc du Mont-Orford. La 
différence entre les %N des sites feuillus et des sites résineux n’est pas assez significative pour 
permettre d’expliquer cette différence de fixation d ’azote. Les valeurs de %N se situent entre 0,9 et 2,1 
%, valeurs comparables, mais supérieures à celles obtenues par Silvester (1989) (0,7 à 1,8 %) (sauf pour 
Frontenac résineux). Cette différence pourrait expliquer pourquoi les taux de fixation d’azote qu’il a 
obtenu sont supérieurs (1 à 27 nmolCiRt g 'h '1) à ceux obtenus ici. La situation géographique des parcs 
étudiés diffère des endroits étudiés par Silvester. En effet, les %N plus élevés obtenus ici peuvent 
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Figure 10: ARA - Sites feuillus ((*) valeur significativement différente du contrôle, (a) comparaison 
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Figure 9: ARA - Sites résineux ((*) valeur significativement différente du contrôle, (a,b) comparaison 
des contrôles)
La plus grande proximité de centres urbains majeurs et de terres d ’agriculture amène une plus grande 
. pollution.
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2.3.3. Effets des aiouts de nutriments sur la fixation d’azote des litières de feuilles
La fixation d’azote est un processus limité par plusieurs éléments essentiels. Dans cette étude, l ’effet 
des nutriments Mo et P sur plusieurs sites de forêts tempérées froides a été investigué. Trois types de 
couverts végétal ont été étudiés : feuillus, résineux et mixtes (un mélange visuellement équivalent de 
feuillus et de résineux). Les sites mixtes ont rapidement été abandonnés en cours de projet, car les 
résultats sont difficiles à interpréter. Les résultats seront présentés en annexe (ANNEXE III).
2.3.3.1. Feuillus
Les résultats obtenus pour les sites feuillus de chacun des parcs visités ne permettent pas de relier la 
fixation d’azote à un des paramètres mesurés (Figure 10). Les seuls résultats significativement 
différents des contrôles sont obtenus sur la litière du Mont-Mégantic. La fixation d’azote y est diminuée 
par la présence de Mo et de P. Sur les autres parcs, certaines tendances ont été observées, mais aucune 
limitation n’est suffisamment significative pour que des conclusions soient tirées. Les taux de fixation 
d’azote étant faibles, il est difficile d’obtenir des résultats significatifs.
2.3.3.2. Résineux
Les limitations de la fixation d’azote sur les sites résineux des 5 parcs varient grandement selon le parc 
(Figure 9).Contrairement aux feuillus où aucune stimulation significative de la fixation d’azote n’a été 
observée, les sites résineux ont chacun des comportements particuliers. Sur la litière du Bois-Beckett, 
l ’ajout de P seul et en combinaison avec Mo a stimulé la fixation d ’azote. Il est donc juste de supposer 
que la fixation d’azote sur le site résineux du Bois-Beckett est limitée par le manque de P. Aucune 
stimulation significative de la fixation d’azote n’a été observée avec l’ajout de Mo seul. Sur les litières 
résineuses des parcs de la Yamaska et du Mont-Mégantic, aucune stimulation significative de la fixation 
d’azote n’a été observée avec l’ajout de iiutriments. La fixation d ’azote de la litière du parc national 
Frontenac a été stimulée par un ajout de Mo. La fixation d’azote était donc limitée par la présence de 
Mo à cet endroit. Sur la litière du Mont-Orford, la fixation d’azote a été stimulée par l ’ajout de Mo seul, 
de P seul et d’une combinaison des 2 nutriments. Ces résultats démontrent que la fixation d’azote sur le 
site du Mont-Orford est co-limitée par la présence des 2 nutriments. Ce phénomène a déjà été observé 
sur des litières de forêts tropicale 17
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2.3.4. Variabilité temporelle
Des mesures ont été prises sur le site résineux du Bois-Beckett tout au long de îa saison 2012 afin 
d’examiner la variation saisonnière du taux de fixation d ’azote et l ’évolution des limitations au cours du 
temps. Les résultats sont présentés à la Figure 11. Une limitation par le P est observée en début de 
saison (mai). Aucune limitation significative de la fixation d’azote n’est observée au mois de juin, puis 
une limitation en Mo est observée en juillet. Finalement en fin de saison (Août-Septembre), aucune 
limitation n’est observée. Cela démontre d’une intéressante évolution de la fixation d ’azote au cours de 
la saison.
0 .1 4  -
0.12  -
Tq> 0 .1 0  -
5  0 .0 8  - o
0 .0 6  -
5 0 .0 4  - <
0.02  -  
0.00  -
Figure 11: ARA - Variations saisonnières (l’astérisque (*) signifie que la valeur obtenue est 
significativement différente du contrôle)
2.4. Discussion
2.4.1. Limitations de la fixation d ’azote sur les sites feuillus et résineux
Contrairement aux résultats de Barron et al. (2009), les résultats de limitation de fixation d’azote 
présentés ici ne sont pas directement corrélés aux résultats des analyses élémentaires. Ainsi, les sites 
présentant des fixations d’azote augmentant suite à l’ajout d’un nutriment ne sont les les sites où ce 
nutriment était présent en plus faibles quantités au départ. Possiblement que les différences entre les 
fixations d’azote des différents parcs et des différents couverts végétais sont reliées à des paramètres 
non-mesurés ici. La population bactérienne présente sur chaque site pourrait être un paramètre
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intéressant à analyser. Comme les bactéries présentes dans le sol varient selon le couvert végétal 86, il 
est possible qu’un lien avec la fixation d’azote puisse être trouvé. De plus, la dégradation de la litière de
8 7feuillus est plus rapide que la dégradation de là litière de résineux . Ceci pourrait causer un meilleur 
recyclage des éléments et ainsi limiter le besoin d’azote externe et conséquamment la nécessité de la 
fixation d’azote.
2.4.2. Variabilité temporelle
Une évolution intéressante des limitations de la fixation d’azote au cours de la saison a été observée. La 
fixation d ’azote par le contrôle varie peu au cours de la saison. Elle est plus faible au début de la saison, 
car la flore bactérienne est peu développée. Elle se stabilise au cours de la saison pour ensuite diminuer 
à la fin de la saison (septembre) avec l’arrivée des températures plus froides.
Il a été observé à la section 2.2.3 que les limitations de la fixation d’azote variaient selon le couvert 
végétal et le site étudié. Sur un même site, au cours d’une saison, les limitations peuvent également 
évoluer (Figure 11). Nous avons observé ici qu’en mai, le site est limité par la présence de P. En juin, 
aucune limitation significative n’est observée. En juillet c’est plutôt une limitation par Mo que l’on 
observe, puis aucune limitation n’est observée pour les mois d’août et de septembre. En début de 
saison, le P est nécessaire pour fournir de l’énergie pour toutes les fonctions vitales des bactéries. La 
compétition entre toutes les bactéries présentes est forte pour le P. C’est possiblement pour cette raison 
qu’il est limitant.. De plus, les quantités de P sont davantage limitées, puisque la dégradation de la litière 
n’est pas débutée et le P biodisponible est celui qui provient des litières dégradées l’année précédente. 
La Figure 11 montre qu’il n’y a pas de limitation significative de la fixation d’azote en juin, mais 
qu’une limitation en Mo est observable en juillet. Il est possible qu’une limitation en P en juin n’ait pas 
été observée du à la faible quantité d’échantillons. On observe d ’ailleurs une tendance vers cette 
limitation sur la Figure 11. Cette limitation pourrait masquer une limitation en Mo. En juillet, la 
limitation en P pourrait être levée du à l’avancement de la saison et la limitation en Mo deviendrait 
alors observable. La biodisponibilité du Mo est faible, le Mo étant fourni par la dégradation de la litière 
majoritairement. De plus, les interactions fortes entre Mo et des composés organiques présents dans le 
sol en diminuent sa biodisponibilité 88.En août, vers la fin de la saison, la quantité de nutriments 
disponibles est plus grande dû à la dégradation et à l ’arrivée de nouvelle litière donc aucune limitation 
n ’est présente dans le système. Des études futures permettront de corréler ces résultats avec un possible 
relargage successif des différents nutriments dans les écosystèmes. Ainsi, les limitations pourraient être 




En conclusion, la fixation d’azote varie selon le type de litière rencontrée et donc selon le couvert 
végétal du site étudié, pour un même écosystème. En milieu tempéré froid comme au sud du Québec, 
les litières de résineux ont des taux de fixation d ’azote plus élevés que les litières de feuillus, suggérant 
un besoin en azote plus grand de la part des bactéries présentes sur les litières de résineux, ce qui est 
sans doute relié à la qualité de la litière. De plus, la fixation d ’azote par les. litières de feuillus ne semble 
pas être limitée par la présence des nutriments essentiels Mo et P. Une limitation par un paramètre non- 
étudié ici pourrait être possible. Les études effectuées nous ont permis de prouver que la fixation 
d’azote par les diazotrophes présents sur la litière de feuilles de résineux des forêts tempérées froides de 
l’Est du Canada pouvait être limitée par Mo, par P, par les 2 nutriments ou par aucun des 2. Ceci 
s’inscrit bien dans la lignée de la recherche de Silvester (1989) et de-Barron et al. (2009) qui avaient 
étudié la limitation par le Mo. Ces résultats démontrent que Mo est un micronutriment qui n’est pas 
suffisamment étudié dans un contexte de fixation d’azote non-symbiotique.
De plus, la fixation d’azote est un processus dynamique qui évolue au cours du temps. Les résultats 
obtenus ont démontré que les limitations de la fixation d’azote non-symbiotique sur de la litière de 
résineux d’un même site évoluaient avec la saison. Les milieux boréaux et tempérés froids sont 
particulièrement affectés, car des variations importantes de climat y surviennent. La dégradation de la 
litière et le relargage des nutriments s’y fait seulement durant une partie de l’année comparativement 
aux milieux tropicaux où l’écosystème est sujet à moins de variations saisonnières. Il serait 
certainement intéressant d’évaluer les dynamiques de décomposition des litières au cours d’une saison. x 
Cela permettrait entre autres d’avoir une idée des dynamiques des nutriments dans le système. Une 
corrélation pourrait potentiellement être faite entre les dynamiques nutritionnelles et les limitations de la 
fixation d’azote. D est impératif de tenir compte du moment auquel la mesure est prise lorsqu’il est 
question de comparer des mesures entre-elles. La variabilité saisonnière doit aussi être mieux évaluée 
pour être prise en compte dans les estimations des taux de fixation d’azote saisonniers. En faisant des 
études sur d’autres écosystèmes, il sera possible de confirmer ou d ’infirmer nos observations.
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CHAPITRE 3 CINÉTIQUE À COURT TERME DE FIXATION D ’AZOTE PAR UNE 
ASSOCIATION MOUSSE-CYANOBACTÉRIE
Les résultats de l’étude présentée dans le chapitre 3 font l’objet d ’une publication dans la revue 
Environmental Science and Technology (ACS), Jean et al. (2012). (ANNEXE IV)
3.1. Introduction
Plusieurs écosystèmes terrestres sont limités par la biodisponibilité de l ’azote ’ . La fixation d ’azote, le 
processus biologique par lequel le N2 est réduit en NH3, est le principal processus naturel par lequel un 
écosystème acquiert de l’azote biodisponible. Les organismes ayant la capacité de fixer l ’azote, i.e. 
possédant des nitrogénases, les diazotrophes, se retrouvent sous 2  formes principales; symbiotique et 
non-symbiotique. Les diazotrophes peuvent par exemple être associés à des plantes, faire partie de 
lichens, être associés à des mousses, etc. Les Associations Mousses-Cyanobactéries (AMC) fixatrices 
d’azote sont des associations où une cyanobactérie élit domicile sur une mousse, créant ainsi une 
symbiose imparfaite et non-spécifique entre les 2 partenaires. Chaque partenaire profite des bénéfices 
que lui apporte l’autre, sans toutefois être totalement dépendant de sa présence. Ces associations ont été 
majoritairement étudiées dans des environnements froids (boréaux et polaires) où leur contribution au 
budget d’azote global est non-négligeable 90. Quelques études ont aussi mentionné la présence de ce 
type d’association en milieux tempérés et tropicaux 91,92. Jusqu’à tout récemment, on croyait que les 
cyanobactéries en milieux boréaux et polaires étaient plutôt associées à des mousses de type «peat bog» 
et peu d’observations relataient des associations avec des vraies mousses. De récentes recherches en 
milieux boréaux ont fait resurgir l ’intérêt pour la quantification de la fixation d’azote des AMC. Deluca 
et al.(2 0 0 2 ) ont prouvé que l’apport d’azote par les associations entre des cyanobactéries et des vraies 
mousses représente une part significative de l’apport naturel d’azote annuel en milieu boréal. Depuis, 
plusieurs études ont confirmé que des AMC fixatrices d ’azote pouvaient se produire entre des 
cyanobactéries et des mousses de type Pleurozium schreberi, Hylocomnium splenden et, Ptilium crista- 
cristensis 9 4 - 9 7  prouvant du même fait que ces associations peuvent contribuer grandement au budget 
d’azote global, car les vraies mousses peuvent constituer jusqu’à 80% du couvert végétal des milieux 
boréaux et polaires.
Contrairement aux milieux boréaux et arctiques, le rôle des AMC en milieux tempérés et tropicaux est 
moins bien documenté. Elles ne constituent pas une grande partie de la flore dans ces écosystèmes et
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l’estimation de leur apport en azote biodisponible demeure une tâche ardue dû à leur faible taux de 
fixation.
La plupart des études sur la variation de l’activité fixatrice d ’azote en réponse aux variations des 
paramètres abiotiques du système ont été effectués sur des échelles de temps allant de quelques jours à 
des années l8,98. Pourtant, les diazotrophes sont régulièrement soumis à des changements rapides de 
paramètres abiotiques du milieu (température, luminosité, humidité) sur des échelles de temps très 
courtes (< jounée) dont l’impact sur les processus de fixation d ’azote reste mal documenté 
particulièrement en milieux boréaux et tempérés. L’estimation actuelle de l’apport au budget d’azote 
global par ces organismes ne tient pas compte de la variation de leur fixation d’azote en fonction de 
changements rapides (de quelques minutes à quelques heures) des paramètres abiotiques. Elle est 
effectuée en considérant le système dans des conditions relativement stables. Une estimation plus juste 
de l’apport d’azote débute donc par une meilleure caractérisation du système de fixation d ’azote. Le 
manque d’information sur la réponse à court-terme de la fixation d’azote est dû au fait qu’aucune 
méthode ne permettait de mesurer efficacement la fixation d’azote dans des laps de temps aussi courts. 
La méthode traditionnellement utilisée, l ’ARA (Sections 1.4.2 et 2.2.2), ne permet pas de faire des 
mesures cinétiques dû au long temps d’incubation qu’elle nécessite. De plus, les faibles taux de fixation 
des mousses rendent la mesure d ’autant plus difficile dû à la faible sensibilité de la méthode classique. 
Une nouvelle technique de mesure de la réduction de C2 H2 , ARACAS sera présentée ici 26. Celle-ci 
permet de suivre la réduction de C2 H2  en temps réel avec une très haute sensibilité ( 1 0 0  à 1 0 0 0  fois 
supérieure à la méthode GC-FID). Ces travaux exploitent les capacités de cette méthode afin d ’évaluer 




Les études ont été effectuées avec la mousse Anomodon attenuatus(Figare 12). L’aire de distribution de 
cette mousse s’étend du nord du Québec au sud des États-Unis le long de la côte Est de l’Amérique du 
Nord. Cette grande aire de distribution en fait une mousse idéale pour l’étude de variations de 
paramètres abiotiques puisqu’elle est retrouvée dans différents écosystèmes. D est donc possible de 
comparer les taux de fixation d’azote d ’une mousse assujettie à différentes variations de paramètres 
abiotiques.
30
Figure 12: Mousse Anomodon attenuatus
3.2.2, Site de collecte et échantillonnage
Les échantillons d 'Anomodon attenuatus (Tableau 4) ont été collectés à l’été 2011 à Eno River State 
Park (Durham, NC, USA, 36°07’83”  N, 79°00’50” O) et en Gaspésie (Bic, Qc, Canada, 48°22’25”  N, 
6 8 °4 r0 1 ” O). Le site d’échantillonnage de Durham est caractérisé par un climat chaud-tempéré et 
humide, surmonté d’une forêt de type décidue (ci-dessous désigné comme tempéré-chaud). Le climat 
retrouvé au Bic est boréal maritime, surmonté d’une forêt boréale à dominance d’espèces de forêt 
décidue (ci-dessous désigné comme tempéré-froid). Les échantillons ont été collectés sur le tronc, 
d’arbres et sur des roches et ont été conservés au laboratoire, exposés à la lumière naturelle et à une 
humidité suffisante. Les échantillons d’un même site proviennent tous du même tapis de mousse et ont 
été sélectionnés pour l ’expérimentation, car ils avaient un bon taux de fixation initial (3-15 ppb/min).
Surface approx im ative  (cm 2)
Échantillon 1 Échantillon 2 Échantillon 3
D urham 20 24 20
G aspésie 60 117 255
Tableau 4: Échantillonage d 'Anomodon attenuatus
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3.2.3. Mesure de la fixation d’azote
La fixation d’azote a été mesurée par la méthode de mesure de la réduction de l’acétylène par 
spectroscopie d’absorption laser de décroissance en cavité (ARACAS, de l’anglais Acetylene Reduction 
Assay by Cavity ringdown laser Absorption Spectroscopy)26(Figure 13). Cette nouvelle méthode 
repose sur le principe de réduction de C2H2 en C2H4 (Section 1.4.2). La différence notable avec la 
méthode classique ARA est le mode de détection de l ’éthylène. ARACAS permet la quantification de la 
production de C2H4 via un détecteur par spectroscopie de décroissance en cavité (CRDS de l’anglais, 
Cavity Ringdown Spectroscopy).
Figure 13: Montage ARACAS
3.2.3.1. Cavity rinsdown spectroscopy
Le détecteur CRDS est basé sur la mesure de l’absorption infrarouge (IR) des molécules. Comme à 
basse pression les spectres IR des molécules sont bien définis et les bandes d’absorbance minces, on 
soumet l’échantillon à un faisceau laser ayant une longueur d’onde précise, connue (ici 1617nm) et 
choisie pour être spécifique à la molécule d’intérêt (ici le C2H4).
On sait que selon la loi de Beer-Lambert [3.1], l’absorbance est proportionnelle à la concentration de 
1’analyte.
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Ax = exlcB [3.1]
Où Ax = Absorbance à la longueur d’onde À, 
ex = Coefficient d’absorption molaire à la longueur d’onde X 
1 = Longueur du parcours optique 
Cb = Concentration de la substance B
Le photodétecteur mesure la décroissance du faisceau en fonction du temps. La cellule du CRDS est en 
fait composée de 3 miroirs ayant une réflectivité légèrement inférieure à 100% (99,999%) (Figure 14)
par les miroirs. Au début de la mesure, le laser est allumé pendant un certain temps jusqu’à atteindre 
une intensité seuil au photodétecteur. Lorsque le signal seuil (signal permettant un bon compromis entre 
puissance du signal et temps d’analyse) est atteint, le laser est éteint. Le signal décroit alors 
exponentiellement avec le temps. Si l’analyte absorbant à la longueur d’onde du laser est présent à 
l’intérieur de la cellule, le temps de décroissance sera plus rapide, car une partie de l’énergie sera 
absorbée par les molécules. C’est la différence entre le temps de décroissance (ringdown) du faisceau 
lorsque la cellule est vide et lorsque 1’analyte est présent qui permet de déterminer la quantité d’analyte 
présente à l ’intérieur de la cellule. Pour une description plus complète de l’appareil et de son 
fonctionnement, se référer à Cassar et al. (2012)










Figure 14: Cellule de mesure du CRDS (96)
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3.2.3.2. Application de la technologie CRDS à la mesure de fixation d ’azote (ARACAS)
La cellule d’incubation est reliée au CRDS en un circuit en boucle fermée. Un système de pompes 
assure la circulation de l’air à travers le système, permettant une mesure en continu de la production de 
C2 H4  (donc de la réduction de C2 H2 ). La cellule d ’incubation comporte un port d ’entrée et un port de 
sortie reliés au détecteur CRDS, un port pour l’injection du C2 H2 , un bain thermo-régulé afin de garder 
la température constante, une source d’agitation et une sonde de température interne afin de mesurer la 
température exacte à laquelle l ’échantillon est soumis (Figure 15). Grâce à la technologie CRDS 
sélectionnant une longueur d’onde bien précise, la méthode ARACAS permet une détection de 
l’éthylène à des concentrations de l’ordre des parties par milliards (ppb). Cette détection est de loin 
meilleure à celle obtenue avec la méthode traditionnelle de GC-FID (Section 2.2.2) où la détection est 
habituellement autour du ppm. De plus, la méthode de GC-FID ne permet pas de prendre plusieurs
Port d ’in ject ion  d ’a c é t y le n e
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Figure 15: Cellule de mesure d’ARACAS 
points rapprochés. Chaque injection équivaut à un point alors que le détecteur CRDS prend des points 
en continu, un point toutes les 10 secondes environ. C’est cette bonne résolution qui permet de faire des 
analyses en temps réel. Les résultats obtenus par la technique d ’ARACAS sont présentés sous forme de 
graphique de concentration d’éthylène en fonction du temps (Figure 16). En regardant ces résultats, on 
constate rapidement qu’un échantillon soumis à des conditions stables présente une fixation d’azote 
constante dans le temps. Les échantillons ont été incubés dans la cellule en présence de 10%v/v de 
C2H2 . Pour estimer la production naturelle de C2 H4  par les échantillons, ceux-ci ont été incubés en 
absence de C2 H2 . Aucune production naturelle n’a été détectée.
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Figure 16: Exemple de graphique obtenu avec ARACAS
3.2.4. Identification des diazotrophes
3.2.4.1. Microscopic à épifluorescence
L’identification des colonies cyanobactériennes a été réalisée par microscopie épi-fluorescence. La 
chlorophylle contenue dans les cyanobactéries étant un fluorophore (molécule émettant de la 
fluorescence) naturel, leur identification est facile par épi-fluorescence; longueur d’onde d ’excitation 
dans le vert (515-560 nm) et émission dans le rouge. De plus, les hétérocytes, cellules où se fait la 
fixation d ’azote, ne contiennent pas de chlorophylle. Il est donc impossible de les voir avec le filtre vert 
alors qu’il est possible de les voir en observant à lumière transmise. On peut donc aisément situer les 
hétérocytes.
3.2.4.2. Préparation des lames
Cinq échantillons d’A. attenuatus ont été collectés dans un rayon rapproché sur chaque site. Pour 
chaque échantillon, 15 tiges ont été disséquées manuellement et transférées dans un tube de 15 mL. À 
chaque tube, 2 mL d’eau distillée ont été ajoutés. Les tubes ont été brassés vigoureusement et pour 
chaque tube, 3 lames ont été préparées.
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' 3.2.5. Cinétique à court-terme de fixation d’azote en réponse aux facteurs abiotiques
Les effets des variations de la température, de la luminosité et de l’humidité ont été étudiés avec la 
méthode ARACAS. La température était suivie en tout temps grâce à une sonde de température HOBO 
Tidbit v2 (UTB1-001) placée à l’intérieur de la cellule. Puisque les températures enregistrées par la 
sonde ne pouvaient être lues qu’après la mesure, un thermocouple externe était placé dans le bain 
thermostaté afin de suivre en tout temps la température. Pour étudier les effets de la température, les 
échantillons ont été soumis à des variations de température de 4 à 36°C en utilisant un bain thermostaté 
(échantillons du Bic) ou de la glace et une plaque chauffante (échantillons de Duke). Pour ce qui est des 
effets de la luminosité et de l’obscurité sur la fixation d’azote d 'A.attenuatus, les échantillons ont 
d’abord été placés dans l’obscurité pour des périodes variables (12, 15, 24, 36 ou 48h). La fixation 
d’azote était dans un premier temps mesurée dans l’obscurité, puis les échantillons étaient soumis à de 
la luminosité jusqu’à l’obtention d’une production de C2 H4  stable. Ils étaient ensuite replongés dans 
l’obscurité. Enfin, pour l’étude des effets de l’humidité sur la fixation d’azote des mousses, celles-ci ont 
d’abord été séchées pendant 18h à l’air ambiant, puis la fixation d’azote a été mesurée suite à des 
additions successives d’eau distillée (lm L, 22 °C, luminosité, 25 cm2 de mousses).
3.3. Résultats et discussion
3.3.1. Identification d’une nouvelle association mousse-cvanobactérie
Deux genres de cyanobactéries (Calothrix sp. et Nostoc sp.) ont été identifiés en association avec A. 
attenuatus provenant des 2 sites. Les images prises au microscope à épi-fluorescence (Leica, DMRX) 
(Section 3.2.4.1) (Figure 17) permettent d’identifier des hétérocytes chez les 2 genres de 
cyanobactéries. La présence d’hétérocytes, structures spécialisées dans la fixation d’azote, suggère que 
les colonies identifiées sont diazotrophes. Ceci a été confirmé par les mesures de fixation d ’azote par 
ARACAS (Figure 18). Les taux de fixation d’azote mesurés pour ces associations (Durham : 1,5 ± 0,2 
fimol C 2 H 4  m ' 2 h '1, n=15; Gaspésie : 1,7 ± 0,2 (imol C2H4  m ' 2 h ',n= 8 ) sont similaires aux taux obtenus 
pour d’autres AMC 93. Au meilleur de nos connaissances, avant cette étude, aucune mention d’une 
association entre A. attenuatus et une cyanobactérie fixatrice d’azote n’avait été reportée dans la 
littérature.
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Figure 17: Identification des cyanobactéries présentes sur Anomodon attenuatus. Photos prises à un 
grossissement de 630X. (a,b) Colonies de cyanobactéries en microscopie à lumière transmise (a) 
Calothrix epiphytica (b) Nostoc sp. (c,d) Même échantillons en microscopie à épi-fluorescence. Les 
flèches noires et blanches désignent les hétérocytes. Seules les photos provenant d’échantillons du 
Bic sont présentées. Les photos provenant des échantillons de Caroline du Nord peuvent être trouvées 
en annexe (ANNEXE V)
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Figure 18: Fixation d'azote par un échantillon d 'A.attenuatus - Gaspésie (taux de fixation 
13,3ppb/min)
3.3.2. Cinétiques à court-terme de fixation d’azote par A. attenuatus en réponse à une variation des 
paramètres abiotiques
3.3.2.1. Conditions climatiques des sites étudiés
Les organismes fixateurs d ’azote sont souvent soumis à des changements rapides des conditions 
climatiques. En regardant les climatogrammes des régions de la Gaspésie et de Durham, on constate que 
dans une même année, les variations sont grandes (Figure 19). C’est aussi le cas au cours d ’une journée 
(Figure 20). Alors que l’impact de variations saisonnières sur les processus de fixation d ’azote est très 
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Figure 20: Climatogramme des températures hebdomadaires 
3.3.2.2. Influence de la température
Les résultats montrent que la fixation d’azote par un tapis de mousse d’A. attenuatus est fortement 
influencée par la température à laquelle il est soumis. La réponse à un changement de température est 
extrêmement rapide pour les mousses provenant des 2 différents sites. Après exposition à une basse 
température, le taux de fixation d’azote est revenu sans problème à sa valeur initiale en quelques 
minutes. Une basse température semble inhiber de façon réversible l’activité de la nitrogénase. Le taux 
de fixation est le même avant et après l’exposition, ce qui suggère qu’aucune modification de la 
nitrogénase n’a eu lieu. Les résultats sont différents lors d’une exposition à haute température. En effet, 
une suppression de la fixation d’azote est observée à haute température pour les mousses des 2  sites. 
Pour la mousse de la Gaspésie (Figure 21), la suppression est totale alors que la mousse de Durham 
(Figure 22) semble être moins affectée avec une diminution de l’activité fixatrice d ’azote d’environ 
60%. Une diminution de la fixation d’azote non-réversible est observée à haute température pour les 2 
mousses. L’activité de la nitrogénase est donc inhibée à des températures élevées. Après retour à la 
température initiale (température ambiante), la fixation d’azote reste faible pour un certain temps, puis 
après quelques heures retrouve une valeur plus près de sa valeur initiale. L’effet de la température sur la 
fixation d’azote est fortement documenté ,9>l02_l04> mais les résultats ici obtenus démontrent la vitesse à 
laquelle la réponse à un changement de température s’effectue. C’est une réponse quasi-instantanée 
observable grâce à ARACAS. Deux effets différents sur la fixation d’azote sont observés à basse et à 
haute température. Pour les basses températures, la diminution de la fixation d’azote est totalement et 
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Figure 21: Variation du taux de fixation d'azote lors d'une variation de température - Gaspésie
Il est possible de faire l ’hypothèse qu’aucune modification de la nitrogénase ne survient lors d ’une 
exposition à des températures plus faibles et que la diminution du taux de fixation d ’azote est seulement 
une question thermodynamique, c’est-à-dire que la réaction est plus difficile à faire à basses 
températures. Pour ce qui est des températures élevés, il est connu que les protéines peuvent se 
dénaturer et perdre leurs fonctions à hautes températures. C’est sans doute ce qui se passe ici, à des 
températures supérieure à 32 °C, la nitrogénase se dénature, perd son arrangement 3D et du même coup 
ses fonctions. La dénaturation étant un processus irréversible, les propriétés de réduction d’acétylène (et 
par le fait même de fixation d’azote) ne sont retrouvées que lorsque la bactérie a fabriqué de nouvelles 
nitrogénases, donc au bout de quelques heures.
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Figure 22: Variation du taux de fixation d’azote lors d'une variation de température -  Durham a) Basses 
températures b) Hautes températures
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Afin de comparer la fixation d’azote entre les sites et de rapporter les données en retirant la variabilité 
entre les échantillons, les taux de fixation relatifs peuvent être comparés (Figure 23). Ces taux 
représentent la proportion du taux maximal atteint pour une mousse. Les optimums de fixation d’azote 
pour les 2 sites peuvent facilement être repérés. Pour la mousse de Durham, la température est optimale 
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Figure 23: Variation de taux ARA relatifs d' A.attenuatus de a) Gaspésie b) Durham selon la 
température
3.3.3. Influence de la luminosité
La fixation d’azote des AMC peut aussi répondre rapidement à un changement de luminosité. Les 
expériences menées sur A. attenuatus démontrent que la fixation d ’azote dépend de la luminosité. Pour 
la mousse récoltée à Durham (Figure 24), après 12h d’obscurité la fixation d’azote était grandement 
réduite. Lorsque la mousse est à nouveau exposée à de la lumière, la fixation d’azote augmente presque
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Figure 24: Influence de la luminosité - Mousse de Durham (les parties jaunes représentent les 
moments d'illumination et les parties blanches les moments d'obscurité)
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instantanément pour se stabiliser après 2 heures. Par la suite, la mousse est extrêmement sensible aux 
changements de luminosité. En effet, comme présenté à la F igure 24 lorsque la mousse est replongée 
dans la noirceur, la fixation d’azote diminue presque instantanément. Lorsqu’elle est à nouveau exposée 
à de la lumière, elle retrouve rapidement son taux de fixation initial. La vitesse de réactivation de la 
fixation d’azote après une exposition à l’obscurité varie selon le temps d’obscurité. Plus les mousses 
sont exposées à une période d’obscurité longue, plus la réactivation est lente. Ceci peut s’expliquer par
(i) l’épuisement des ressources de carbone (lié à la photosynthèse) et (ii) par le recyclage par 
l ’organisme des nitrogénàses trop longtemps inutilisées. En observant l’influence de la luminosité sur la 
mousse de la Gaspésie (Figure 25), un tout autre comportement a été constaté. Aucune influence de
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Figure 25: Influence de la luminosité - Mousse de la Gaspésie
l’obscurité n’a été observée sur la fixation d’azote de la mousse de la Gaspésie. Après 15, 24 et 48h, 
aucune diminution de la fixation d’azote n’a été observée. La relation entre la fixation d’azote et la 
luminosité peut être reliée au besoin d’énergie des cyanobactéries. En effet, si les cyanobactéries sont 
incapables de fixer l’azote à la noirceur, c’est qu’elles n’ont pas suffisamment d’énergie pour le faire. 
L ’énergie étant apportée par la photosynthèse, les cyanobactéries ont besoin de lumière pour produire 
l’énergie qui leur servira à fixer l’azote. Il est donc possible de faire l’hypothèse que les cyanobactéries 
de Durham ont besoin d’un apport constant en carbone afin de fournir l’énergie nécessaire pour la 
fixation d ’azote alors que les cyanobactéries de la Gaspésie ont une réserve d’énergie suffisante pour se 
priver de photosynthèse durant des périodes d ’obscurité prolongées. Ce phénomène a été observé sur 
des lichens contenant des cyanobactéries fixatrices d’azote (85,86). Le taux et la durée de la fixation 
d’azote à la noirceur dépend directement des réserves de carbone de l’organisme. C’est la limitation en 
carbone qui limite la fixation d’azote à la noirceur pour les cyanobactéries associées à des lichens. 
L ’origine de .la différence entre les comportements des mouss.es des deux sites n’est pas claire, mais il
42
est possible d’avancer quelques hypothèses. Il pourrait y avoir une adaptation de la mousse et/ou de la 
cyanobactérie aux conditions locales, c’est-à-dire que sur une année, la durée du jour à Durham est plus 
constante qu’en Gaspésie et on y retrouve toujours un nombre d’heures d ’ensoleillement suffisant pour 
la fixation d’azote alors qu’en Gaspésie à une certaine période de l’année il y a très peu d’heures 
d’ensoleillement. Les cyanobactéries seraient adaptées à cette carence en lumière et seraient en mesure 
d’emmagasiner de l’énergie et d’être indépendantes de la durée de luminosité. La différence pourrait 
également être due à la proportion différente des cyanobactéries sur les différentes mousses. La mousse 
de Durham contient 20 Calothrix sp. pour 1 Nostoc sp. alors que la mousse de la Gaspésie en contient 
un ratio d’environ 1 : 1. Si on fait l’hypothèse que Calothrix sp. a besoin de lumière pour fixer l’azote 
alors que Nostoc sp. n’en a pas besoin, on peut relier les comportements à la luminosité aux ratios de 
cyanobactéries présentes sur les mousses. Une dernière explication plausible serait la présence de 
fixateurs d’azote non-identifiés. Les observations au microscope sont limitées et il est possible qu’un 
diazotrophe supplémentaire soit présent sur la mousse de Durham et lui permette de fixer l ’azote sans 
besoin de luminosité, en utilisant le carbone fournit par la plante.
3.3.3.1. Influence de l'humidité
L’influence de l ’humidité sur la fixation d’azote par la mousse A.attenuatus a également été étudiée. 
Des échantillons de mousses ont été déshydratés pendant 18h. Après une heure d ’hydratation, la 
fixation d’azote est revenue (Figure 26). Aucune différence notable entre les échantillons des 2 sites 
n’a été observée dans les cinétiques de réponse à la réhydratation. L’énergie nécessaire à la fixation 
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par l’eau, la fixation d’azote est par le fait même limitée par l’eau de façon réversible 105. Le processus 
est réversible, car la déshydratation n’apporte aucune modification à la nitrogénase, c’est seulement 
l’apport énergétique qui est diminué.
3.3.3.2. Caractérisation de la fixation d ’azote
Sur le terrain, la fixation d’azote par les organismes non-symbiotiques est estimée en prenant des 
mesures sur une grande quantité d’échantillons à plusieurs temps afin d’intégrer la variation spatiale et 
biologique. À cause de la faible activité de la plupart des fixateurs non-symbiotiques, des incubations 
de plusieurs heures sont nécessaires afin d ’avoir des résultats mesurables. Estimer les taux de fixation 
d’azote en tout temps d’un site avec la méthode ARA est complexe et ardu. En utilisant des mesures 
ponctuelles séparées par plusieurs jours ou semaines cela peut être accompli mais cela implique une 
session de mesure intensive.
Avec la technique ARACAS et l’étude des cinétiques à court-terme, la caractérisation d’un système est 
fortement simplifiée. En effet, une 'mesure sur le terrain permet d ’intégrer plusieurs variables 
environnementales. Quelques mesures faisant varier différents paramètres un à la fois suffisent à faire 
une caractérisation précise de la fixation d ’azote d’un système. En utilisant les données 
météorologiques du site étudié, il est possible d’évaluer la fixation d’azote de ce système à n ’importe 
quel moment, passé ou hypothétique. Faire des études cinétiques de la fixation d’azote de plusieurs 
organismes fixateurs d’azote avec ARACAS peut donc permettre d’affiner l’estimation de leur apport 
d’azote. La précision des données est accrue puisque celles-ci prennent en compte des variations à 
court-terme et spécifiques à l’endroit où l’estimation s’applique. De plus, grâce à la rapidité et à la 
facilité des analyses avec ARACAS, il est facile d’évaluer la fixation d ’azote en tout temps des 
plusieurs écosystèmes en un cours laps de temps.
3.3.4. Effets des paramètres abiotiques sur les associations multiples mousse-cvanobactérie
Une étude récente sur des biofilms cyanobactériens en zones côtières a démontré que la diversité des 
espèces permet une meilleure adaptation de la fixation d ’azote aux variations à court-terme des 
paramètres abiotiques 107. Ici, la même mousse provenant de 2 écosystèmes différents possède une 
température optimale de fixation d’azote et une proportion de cyanobactéries présentes variant selon le 
site d’où elle provient (Tableau 5). Les deux espèces présentent sur A.attenuatus ont été isolées à partir 
d’autres AMC. Il a été mesuré que les températures optimales de fixation d’azote pour des cultures
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pures de Nostoc sp. et de Calothrix sp. sont respectivement de 13 et 20 °C 91. D ’autres études en 
milieux boréaux expliquent la température optimale de fixation d’azote de P. schreberi (13 °C) et de 
Sphagnum riparium (16 °C) par la prédominance de Nostoc sp dans l’AMC 9I-97’108. Notre étude s’étend 
sur 2 écosystèmes contrastés; un tempéré chaud et un tempéré froid. Dans le premier, A.attenuatus est 
préférentiellement colonisé par Calothrix sp. et la température de fixation d’azote optimale est autour de 
28 °C. Dans le second, une proportion égale de cyanobactéries a été observée et la température de 
fixation optimale forme un pic plus large, d’environ 16 à 30 °C (Figure 23). La proportion relative de 
ces deux populations de cyanobactéries pourrait s’expliquer par une adaptation des mousses dux 
régimes de températures de leur écosystème respectif. Les variations saisonnières de températures 
pourraient certainement avoir un impact sur les proportions relatives de ces populations des 
cyanobactéries. Des études complémentaires seront nécessaires afin de tester cette hypothèse.
Site Calothrix sp. /  Nostoc sp. T em pérature optimale de fixation
Durham 2 0 / 1 28°C
Gaspésie 1.5/1 16°C -  30°C
Tableau 5: Répartition des cyanobactéries et températures optimales de fixation
La présence d’associations comparables impliquant différents genres de mousses provenant 
d’environnement contrastés amène également la question de la spécificité des AMC. Récemment, 
Ininbergs et al. (2011) ont conclu que les communautés de cyanobactéries démontrent un haut degré de 
spécificité par rapport à leur hôte notamment chez P.schreberi ou H.splendens provenant de forêts 
boréales. Même si la spécificité pour l’hôte prédomine sur les conditions environnantes pour la 
détermination des cyanobactéries colonisant la mousse, nos résultats suggèrent que les facteurs 
abiotiques peuvent être déterminants dans le contrôle des proportions relatives de ces populations 
cyanobactériennes.
3.4. Conclusion
Héberger plusieurs cyanobactéries avec des conditions de croissance et de fixation d’azote différentes 
pourrait être une stratégie efficace afin d’assurer à la mousse un apport constant et suffisant en azote. Il 
serait intéressant dans des études futures de déterminer quels sont les bénéfices de la mousse lors d ’une 
telle association et quelle est la contribution de ces associations multiples au budget d’azote global.
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Afin d’affiner les résultats sur la luminosité entre autres, il serait aussi intéressant de déterminer s’il y a 
présence sur la mousse d ’autres organismes fixateurs d’azote non-identifiés précédemment. Finalement, 
une étude sur la variabilité spatiale des rapports de cyanobactéries permettrait de déterminer si on est en 
présence d’un gradient latitudinal de distribution des espèces cyanobactériennes associées à A. 
attenuatus. On pourrait alors assister à un renversement de la proportion de cyanobactéries pour des 
mousses retrouvées plus au nord (dominance de Nostoc sp.) et ainsi confirmer l ’hypothèse d’une 
adaptation des mousses aux conditions climatiques locales.
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CONCLUSION GÉNÉRALE
La fixation d’azote non-symbiotique particulièrement dans les milieux tempérés froids est un processus 
qui nécessite encore beaucoup d’études. L ’apport d ’azote par la fixation non-symbiotique est mal 
évalué. Il faut absolument tenir compte de la grande aire de distribution des fixateurs non-symbiotiques 
dans l’évaluation de leur apport au budget d ’azote global. Cela dans le but d’avoir un modèle plus 
représentatif du cycle réel de l’azote. Nous avons démontré que la fixation d ’azote est un processus 
dynamique qui varie selon les nutriments disponibles. La limitation de la fixation d’azote est fonction 
du couvert végétal de et de la litière de feuilles disponible pour les fixateurs. De plus, la fixation d’azote 
en milieux tempérés froids peut être limités par Mo, P, les 2 ou aucun des 2 en fonction du site sur 
lequel se retrouvent les diazotrophes.
La fixation d’azote est limitée par différents facteurs et cette limitation varie au cours d’une saison. 
Ainsi, il est possible que cette variation soit due à une variation de la biodisponibilité des différents 
nutriments essentiels au cours d’une saison. Les comparaisons entre les taux de fixation d’azote et les 
limitations doivent tenir compte du moment auquel les mesures ont été prises.
De plus, la fixation d’azote par les associations mousses-cyanobactéries contribue grandement à 
l ’apport au budget d’azote global en milieux tempérés froids et boréaux. Nous avons prouvé grâce à la 
nouvelle technique ARACAS, que la fixation d ’azote est un processus cinétique qui répond rapidement 
à des changements de paramètres abiotiques. L ’évaluation de l’apport doit tenir compte des variations à 
court-terme de la fixation d ’azote à cause de changements rapides des paramètres abiotiques.
Une étude plus approfondie du relargage des nutriments en fonction de la saison et de son lien avec la 
fixation d’azote permettrait de raffiner les hypothèses émises au C hapitre  2 tout en apportant un nouvel 
aspect de la cinétique de la fixation d ’azote.
De plus, des études plus approfondies d’autres systèmes de fixateurs d’azote avec ARACAS 
permettraient d ’avoir une estimation plus réelle de l’apport d ’azote par les fixateurs non-symbiotiques 
en milieux tempérés froid et en milieux boréaux. Grâce à la grande sensibilité de cette nouvelle 
technique, des fixateurs d ’azote précédemment non-identifiés pourraient être découverts.
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PROJETS CONNEXES
Effet d’un enrichissement en CO2 et d ’un ajout de nutriments sur la fixation d’azote 
d’associations mousses -.cyanobactéries
Introduction
Dans un contexte grandissant de réchauffement climatique, une des préoccupations premières des 
environnementalistes est l’augmentation de la quantité de CO 2 dans l’atmosphère. Cette augmentation 
pourrait avoir des effets sur la croissance des plantes puisque le CO 2 est un gaz nécessaire à la 
photosynthèse.
Selon certains modèles de prédiction, les écosystèmes terrestres ont la capacité d’immobiliser une partie 
du CO2 en surplus dans la matière organique ll0,111. Afin de conserver un rapport C/N constant, les 
plantes doivent utiliser davantage d’azote. Une augmentation de la biomasse signifierait donc également 
une diminution de la quantité d ’azote disponible dans les sols. Une limitation progressive à l ’azote 
pourrait s’installer dans plusieurs écosystèmes qui n’étaient pas limités par l’azote auparavant; c’est la 
théorie de la limitation progressive à l’azote (PNL, de l’anglais Progressive Nitrogen Limitation) ll2-116. 
La fixation d’azote, principale voie naturelle d’apport d ’azote dans les écosystèmes, pourrait-elle être 
stimulée par ce nouveau manque d’azote ? Certaines recherches démontrent que c’est le cas à court- 
terme 1 , 7 1 1 8  alors que d’autres démontrent qu’à moyen-long terme, aucune augmentation de la fixation 
ne sera observée ,19. La fixation d’azote est aussi limitée par plusieurs facteurs (paramètres abiotiques, 
disponibilité des nutriments, etc.) 12,15,18,21. Une augmentation des taux de fixation d ’azote à court-terme 
couplée à une augmentation de la séquestration des nutriments dans la biomasse pourrait donc résulter 
en une diminution des nutriments essentiels disponibles pour la fixation et donc une limitation de la 
fixation à long-terme.
Les mousses constituent une grande partie de la végétation en milieux boréaux et arctiques. De récentes 
études ont démontré que les mousses pouvaient former des associations avec des cyanobactéries 
fixatrices d’azote 9 4 ,9 5 ,9 7  et que leur contribution au budget d’azote global pourrait avoir été sous- 
estimée 93. Dans un contexte de fertilisation au CO2 , il est primordial de comprendre d’où vient tout 
l’azote fourni aux plantes afin de prédire les réactions aux changements climatiques. Le but de l’étude 
ici présentée est de tester si une différence entre les taux de fixation d’azote de mousses soumises à une 
concentration normale (~ 500 ppm) et à une concentration élevée (~ 1000 ppm) de CO2  est observée
pour des AMC. Une fertilisation au Mo et P sera aussi effectuée afin de déterminer s’il existe une 
limitation progressive en nutriments essentiels lorsque les mousses sont exposées à des concentrations 
élevées de CO2 .
Partie expérimentale
Échantillons et site d'échantillonnage
Les échantillons de mousse A.attenuatus (Section 3.2.1) provenant d’un même tapis ont été collectés à 
l’été 2011 au Bic, Qc.
Traitement des échantillons et conditions expérimentales
Les échantillons ont été disposés dans 3 bacs (Figure 27). Dans chaque bac, 7 échantillons de mousse 
provenant du même tapis ont été disposés sur des grilles (Tableau 6 ).
Figure 27: Exemple de bac avec mousse
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Mousse # Bac A Bac B Bac C
1 63 (4,73) 56 (4,20) 63 (4,73)
2 63 (4,73) 77 (5,78) 63 (4,73)
3 48 (3,60) 63 (4,73) 63 (4,73)
4 72 (5,40) 63 (4,73) 64 (4,80)
5 42 (3,15) 30 (2,25) 24(1,80)
6 54 (4,05) 40 (3,00) 35 (2,63)
7 44 (3,30) 45 (3,38) 36 (2,70)
y
Tableau 6 : Aire de surface, des mousses en cm (masse approximative sèche* en g)
Les résultats sont rapportés en nmol/g*min et les mousses ont été mesurées en cm2. Il a été mesuré que 
1 cm2 de mousse humide = 0,075 g sec. C’est cette conversion qui a été utilisée pour déterminer les 
masses approximatives sèches.
Le fond du bac a été rempli avec 2 L d’eau distillée afin de maintenir l’humidité constante à l ’intérieur 
du bac. Les rebords des bacs ont été percés afin de faire circuler l ’air et le couvercle a été remplacé par 
de la pellicule plastique afin de permettre une meilleure pénétration de la lumière. Des ajouts d’eau (4 
mL/mousse) étaient faits 2 fois par semaine. Sur les mousses du bac C, le 2e arrosage était remplacé par 
un arrosage d’une solution de nutriments. Le Mo a été distribué sous forme Na2 MoC>4 et le P sous forme 
H2PO4. Les bacs ont été placés dans les chambres d’incubations. Les conditions expérimentales des 
chambres d ’incubation (Tableau 7) et des bacs (Tableau 8 ) sont présentées ci-dessous. \
Chambre 1 Chambre 2
[CO2] (ppm) 500 1 0 0 0
Bac(s) A B et C
Température (°C) 18°C/8°C (12h/12h) 18°C/8°C(12h/12h)
Luminosité On/Off (12h/12h) On/Off (12h/12h)
Tableau 7: Conditions expérimentales des chambres d'incubation
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Bac A Bac B Bac C
[C 02] (ppm) 500 1 0 0 0 1 0 0 0
Ajouts nutriments H20 h 2o
Mo (10'6M ; 0,2-0,05nmol/cm2), 
P (10"4  M ; 0,02-0,005 pmol/cm2)
Tableau 8 : Conditions expérimentales des bacs d'échantillons
À toutes les 2  semaines, un échantillon d’eau de chaque bac a été collecté afin de voir la quantité de 
nutriment qui s’y retrouve. De plus, l’eau du bac a été vidée après chaque collecte, les bacs ont été 
rincés pour enlever les algues qui s’y retrouvaient à cause de l’eau stagnante et 2 L d’eau propre ont été 
ajoutés.
Mesure ARA
Des mesures ARA ont été prises durant 18 semaines à raison d’une mesure par 2 semaines. Les mesures 
ARA étaient faites en alternance avec la prise d ’échantillon d’eau et une heure après le 2e ajout de la 
semaine.
Les échantillons ont été placés dans des bocaux de 500 mL, fermés et surmontés d’un septum. Les 
mesures ARA ont été faites de la même façon que décrit précédemment section 2 .2 .2 .
Résultats et Discussion
Les effets d’une augmentation de CO2 et d ’ajouts de nutriments sur la fixation d’azote par des ÀMC 
fixatrices d’azote ont été investigués. Aucune différence significative entre la fixation d ’azote des 
mousses des 3 bacs n’a été observée, pour aucune des mesures ARA (Figure 28). Les grandes barres 
d’erreur de ces résultats sont dues à la grande hétérogénéité des mousses et au nombre restreint de 
répjicats. Les taux moyens sont calculés sur les 7 mousses présentes dans le bac. Les fixations d’azote 
étant très différentes d’une mousse à l’autre, les résultats sont difficilement interprétables. Peu de 
résultats peuvent être tirés de cette étude, car les mousses démontrent un comportement très hétérogène 
et il est difficile de comparer les mousses entre elles. Les conditions d’incubation non-optimales sont 
probablement à la base des problèmes de conservation des mousses dans les chambres d ’incubation. De 
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Figure 28: Taux de fixation d'azote moyens - Mousses en incubation 
état physique pour plus longtemps. Le test devra donc être retenté avec ces nouvelles conditions afin 
d ’avoir des résultats interprétables.
Perspectives
Les changements climatiques et l ’augmentation du taux de CO2 sont des sujets d ’actualité. Les modèles 
estimant les modifications de la fixation d ’azote en fonction d ’une augmentation de CO2  sont limités et 
incomplets. Les mousses constituent une grande partie des fixateurs d ’azotes en forêt boréale. Il est 
primordial d’avoir une meilleure estimation de la variation du taux de fixation d’azote des mousses lors 
des changements climatiques. Il serait intéressant de reprendre les mesures de la présente étude en 
utilisant des conditions expérimentales en chambres d’incubation qui permettent de conserver les 
mousses dans un état permettant de faire des études à plus long terme (taux d’humidité, luminosité, 
conditions physiques). Il serait aussi intéressant de s’assurer d ’une certaine homogénéité dans des futurs 
échantillons. Des échantillons comportant un taux de fixation similaire et élevé seraient des bons 
candidats à une telle étude afin d’observer de meilleures tendances.
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Spécificité de la fixation d’azote et variation du relargage des nutriments dans le temps
Mise en contexte
Comme décrit précédemment, une multitude d’écosystèmes est limitée par la biodisponibilité de 
l’azote. La fixation d’azote est le principal processus naturel d’apport d ’azote. Elle est influencée par 
une multitude de paramètres. Parmi eux on retrouve la température, l ’humidité, la luminosité et la 
biodisponibilité des nutriments 14 I 9 ’2 1 I 0 3  IW p a été démontré (C hapitre  2) que les limitations de la 
fixation d’azote pouvaient être modifiées au cours du temps.
Ces variations peuvent être induites par la biodisponibilité (ou la limitation) des nutriments essentiels à 
la fixation d’azote 91217. Les fixateurs non-symbiotiques trouvent leurs nutriments de plusieurs façons : 
dans le sol (lorsqu’ils entrent directement dans la composition de celui-ci), par la déposition 
atmosphérique et par la décomposition de la matière organique. Le relargage des nutriments essentiels 
lors de la décomposition influence directement la fixation d’azote. La composition de la biomasse est 
donc un facteur qui peut influencer indirectement la fixation d’azote.
Peu d’études ont été faites sur l’influence de la composition des litières sur la fixation d’azote. Il a été 
démontré (Chapitre 2) que la fixation d’azote d ’un site feuillus était différente de celle d’un site de 
résineux. La composition de la biomasse des sites influence cette hétérogénéité de la fixation. Peu 
d’informations sont disponibles à plus petite échelle, c’est-à-dire à savoir s’il existe une différence entre 
la composition de la population microbienne présente sur une litière d ’une espèce d’arbre versus une 
seconde espèce.
Dans cette étude, la fixation d’azote par des diazotrophes non-symbiotiques sur des litières de feuilles 
provenant de différentes espèces d’arbres sera comparée. Il sera intéressant de voir si la nature des . 
espèces présentes sur la plantation influence la fixation d’azote des échantillons.
De plus, les variations du relargage des nutriments en fonction de la décomposition de la matière 
organique seront étudiées. La composition de la litière en minéraux essentiels à la fixation d’azote (Mo, 
P, Fe) sera quantifiée au cours d’une saison afin de mesurer la variabilité du relargage de nutriments. De 
plus, les études sont faites sur des sites dont la composition du couvert végétal est connue précisément. 
Ce faisant, il sera possible de relier le relargage des métaux à la composition végétale.
53
Partie expérimentale
Échantillons et site d ’échantillonnage
Les échantillons utilisés pour cette étude font partie des échantillons de Mark Davidson Jewell, étudiant 
en écologie. La disposition des échantillons, l’entretien du site et les collectes ont été faites par lui.
De la litière de feuilles provenant de 12 espèces différentes (feuillus et résineux) a été.recueillie sur le 
site de la plantation de Sainte-Anne-de-Bellevue, Qc. Les feuilles ont été séchées, jumelées et disposées 
dans des sacs en treillis pour former des échantillons avec différentes diversités écologiques (Figure 
29). Chaque échantillon avait une masse finale totale sèche d’environ 2g. Douze monocultures, 14 
cultures à 2 espèces, 10 cultures à 4 espèces et une culture à 12 espèces ont été jnvestigués (Voir 
ANNEXE VI pour la description exhaustive de tous les échantillons).
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Figure 29: Exemple d'échantillon en sac 
L’expérience a été répliquée en 4 blocs (A, B, C, D) (Figure 30). Les échantillons étaient disposés sur 
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Figure 30: Répartition des échantillons
Du à la faible masse des échantillons, il a fallu jumeler 2 blocs pour chaque prise de mesure ARA afin 
d’aspirer à avoir un taux de fixation mesurable par la technique ARA (limite de détection de 1 ppm). Ce 
jumelage d’échantillons induit une hétérogénéité supplémentaire dans les échantillons.
Quatre récoltes ont été effectuées au cours de l’été 2012.
Mesure de fixation d ’azote
Le taux de fixation d’azote a été mesuré avec la méthode ARA utilisée précédemment pour les litières 
de feuilles (Section 2.2.2). Les blocs A et B et les blocs C et D ont été jumelés pour les mesures. Aucun 
ajout de nutriment n’a été effectué.
Résultats et discussion 
Fixation d ’azote
Quatre types de cultures ont été étudiés. Des échantillons contenant seulement 1 espèce (12), des 
échantillons contenant 2 espèces (14), des échantillons contenant 4 espèces (10) et un échantillon ■ 
contenant les 1 2  espèces présentes
Deux réplicas ont été fait pour chaque échantillon de chaque récolte sauf pour la 2e récolte. Les résultats 
de fixation d’azote (non-présentés) sont difficilement interprétables en raison des grandes barres 
d ’erreurs sur les données. L ’utilisation de seulement 2 réplicas, l’hétérogénéité des échantillons et les 
taux de fixation faibles compliquent les comparaisons. D serait intéressant de refaire une étude 
semblable afin de comparer la spécificité-de la fixation d’azote. Pour s’assurer d’avoir des résultats 
interprétable, il serait préférable d’avoir des taux de fixation d’azote plus élevés. Le site sur lequel les 
échantillons ont été collectés et décomposés est un ancien champ de culture. Comme ce champ a 
probablement été fertilisé, la fixation d’azote y est défavorisée. Cela peut expliquer les faibles taux de 
fixation mesurés pour la plupart des espèces.
Relargage des nutriments
Des analyses ICP-MS seront effectuées ultérieurement afin d’évaluer le relargage des métaux au fil de 
la saison. Grâce aux échantillons récoltés, il sera possible de déterminer si les proportions de métaux 
dans la litière sont les mêmes au début et à la fin de la saison, donc s’il y a un relargage favorisé d ’un 
métal par rapport à un autre.
Les résultats obtenus par cette étude permettront de confirmer ou d’infirmer l’hypothèse que le taux de 
fixation d ’azote est influencé par le relargage des métaux lors de la décomposition de la matière 
organique. De plus, ils permettront d’évaluer la variation du relargage des métaux pour une même 
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13 ABSTRACT
14 Limitation o f asymbiotic nitrogen (N) fixation by phosphorus (P) is a well-documented.
15 Studies on Mo limitation o f asymbiotic N 2 fixation are however extremely scarce. To what
16 extent Mo limits asymbiotic N 2 fixation at the earth scale is still unclear and the mechanisms
17 controlling the emergence of Mo limitation remain elusive.
18 The’ aim of this work was to investigate the effect nutrient additions (P, Mo and P + Mo) on
19 asymbiotic N2 fixation activity by leaf litters from Eastern Canadian forests. We specifically
20 tested how different vegetative covers (Deciduous versus coniferous) respond to nutrient
21 additions. We also measured the effect o f  nutrient additions on asymbiotic N 2 fixation
22 (coniferous litters) at various time o f the year in order to determine if  nutrient limitations
23 evolved during the growing season.
24 While many sites under coniferous cover responded to different combinations of nutrients
25 addition, none o f  the sites under deciduous cover responded to any nutrient addition. We also
26 observed that the response to nutrient additions changed during the growing season;
27 asymbiotic N2 fixation in coniferous litters was limited by P in the early stage o f  the growing
28 season. A limitation by Mo, but not P, was observed in mid-season. In late season, asymbiotic
29 N 2 fixation was not limited by either P or Mo.
30 Findings from this study bring new evidences o f the limitation o f  asymbiotic N 2 fixation by
31 Mo. They also show that the vegetative cover has a strong influence on the emergence of Mo
32 and P limitations. Finally, our findings suggest that seasonal variability in Mo and P
33 limitation of asymbiotic N2 fixation might be an important factor affecting the biological N
34 input in temperate and boreal ecosystems that remain to be fully described. Our results are
35 discussed in the context o f litter decomposition and nutrients cycling.
2
36 1. IN TRODU CTIO N
37 Dinitrogen (N2) fixation is one o f  the most important reactions o f the biosphere. It is the
38 major point o f  entry o f new N to natural ecosystems (Cleveland et al., 1999; Galloway et al.,
39 2004). In terrestrial ecosystems, the contribution o f  asymbiotic N 2 to global N input has long
40 been overshadowed by symbiotic N 2 fixation. In recent years, asymbiotic N 2 fixation has
41 gained interest in the scientific community and important efforts are deployed to better
42 integrate this N source into conceptual models o f N cycle (Reed et al., 2011). However, our
43 understanding o f  the parameters controlling asymbiotic N2 fixation is still incomplete. It is
44 well known that N2 fixation is limited by macronutrients availability, such as phosphorus (P)
45 (Vitousek et al., 1991; Vitousek et al., 1997; Mills et al., 2004). This is particularly true in
46 tropical ecosystems where highly weathered soils are depleted in rock-derivated resources
47 (i.e. P). The availability o f the micronutrient molybdenum (Mo) has also been reported to
48 limit N2 fixation, especially in agricultural systems where it is well documented (Gupta,
49 1997). In natural ecosystems, evidences o f the limitation o f  N 2 fixation by Mo are scarce.
50 Molybdenum has been initially found to limit asymbiotic N 2 fixation in the coastal forest o f
51 northwestern USA (Silvester, 1989) and in cyanobacteria within lichen symbioses
52 (Horstmann et al., 1982). In recent years, Mo has also been reported to limit asymbiotic N 2 in
53 a tropical forest from Panama (Barron et al., 2009). W urberger et al (W urzberger et al., 2012)
54 have proposed a mechanism for the co-limitation o f  Mo and P in this tropical forest. To date
55 our understanding o f Mo and P limitation o f  asymbiotic N2 fixation remains very limited.
56 The question o f the limitation o f asymbiotic N 2 fixation by Mo is particularly acute in boreal
57 ecosystems. Boreal ecosystems*are believed to be preferentially limited by N (W ang et al.,
58 2010). Soils in boreal regions have been rejuvenated by the succession o f  the glacial areas
59 and are subject to least intensive weathering than tropical soils. As a result, rock-derivated P
60 is less likely to be limiting in boreal soils than in tropical ones. Mo are both rock-derivated
3
61 nutrients. They are both present in soil solution under oxo-anionic forms (PO4 ' and M 0 O4 "
62 respectively) and thus sensitive to leaching. Both Mo and P availability is reduced by
63 sorption on the soil matrix (organic matter, oxides). It is not clear why Mo limitation o f
64 asymbiotic N 2 fixation would emerge over P limitation, as observed by Silverster (Silvester,
65 1989). More research is obviously required to decipher this complex question.
66 In the context o f  the leaf litter, the chemical composition o f the litter likely impacts P and Mo
67 dynamics (total content, availability) and thus N2 fixation. The composition o f  the litter is the
68 result o f complex interactions between the vegetative cover and the soil. Mo and P limitations
69 could emerge as a function o f the composition o f the vegetative cover, the soil properties and
70 both. The importance o f soil properties has been highlighted in tropical forests by
71 Wurzberger et al. The role o f  the vegetative cover on Mo and P limitation o f asymbiotic N 2
72 fixation in the leaf litter remains mostly unexplored.
73 Another parameter that could be determinant in the emergence o f Mo and P limitation in cold
74 temperate and boreal ecosystems is the seasonality. In contrast to tropical forests in which the
75 litter is at a pseudo steady state (the litter is continuously produced and degraded), in
76 temperate and boreal ecosystems the biological activity, the litter deposition and the nutrient
77 recycling are strongly impacted by the seasons. Thus, it is not excluded that Mo and P
78 limitations o f asymbiotic N 2 fixation present a temporal dimension that has not been fully
79 explored so far. 1
80 Here we studied the effect o f  Mo and P additions on asymbiotic N 2 fixation in leaf litters
81 collected in forests from Eastern Canada (Quebec). We selected 5 sites in which both
82 coniferous and deciduous covers were sampled (scheme 1). Our aim was to evaluate whether
83 limitation o f asymbiotic N 2 fixation by Mo and P depended on landscape:scale and vegetative
84 cover variations. For each site and each vegetative cover we monitored the response o f
4
85 asymbiotic N 2 fixation to four treatments; control, Mo only (+Mo), P only (+P) and both Mo
86 and P combined (+Mo+P). In addition, we evaluated the potential variation in Mo and P
87 limitation over the course o f  the growing season. On one selected site, we repeated the
88 experiments (nutrient additions) at various time o f  the growing season. Further analyses were
89 performed on soils and leaf litters. We analyzed total C, N, Mo and P contents, extractable
90 Mo and P (using resin beads extractions) and pH.
91 Our results show that asymbiotic N 2 fixation in deciduous litters was not affected by Mo, P or
92 Mo+P additions. In contrast, in coniferous litters all kinds o f  limitation were observed; Mo
93 limited, P limited, Mo+P limited and no limitation by either Mo or P. The monitoring o f  the
94 effect o f Mo and P additions over time on one site showed that P and M o limitations are both
95 expressed during the growing season but delayed in time; P was limiting in early season and
96 Mo in mid-season. In late season neither Mo nor P were limiting.
97
98 2. M A TERIA LS AND M ETH O D S
99 2.1. Sites description and sampling
100 We collected leaf litters on 5 sites; four o f them were located in national parks managed by
101 SEPAQ (Société des Etablissements de Plein Air du Quebec); Mont Orford, Mont Megantic,
102 park de la Yamaska and park de Frontenac. The fifth site (Bois Beckett) was located in
103 Sherbrooke and is managed by the city. All these sites are located in the south o f the St-
104 Laurent River in the Estrie area (Scheme 1). This area is located between the south limit o f
105 the Canadian shield and the north limit o f  the Appalachian mountains. The climate is cold-
106 temperate and continental humid. Soils are mostly podzolic and brunosolic and are
107 representative o f  soils found in Eastem-Canada. Each site was divided in two sub-sites, one
5
108 under deciduous cover and the other under coniferous cover. The sub-sites were located close
109 to each other (less than 3 km). The deciduous sites were dominated by maples, and birches.
110 The coniferous sites were dominated by black spruces and pins (see Sup. Info. Table SI for
111 details). Samples were collected between May and October in 2011 and 2012 (see Sup. Info
112 Table S2 for details)
113 2.2. Nitrogen fixation assays
114 N2 fixation was estimated' by acetylene reduction assay (ARA) as previously described
115 (Barron et al., 2009; Wurzbërger et al., 2012). Litter samples were collected on a 10 m x 10
116 m area under coniferous and deciduous covers on each site. Samples were well mixed and
117 incubated at room temperature for 24 hours before nutrient additions. To each samples (~ 40
118 g for coniferous litters and ~  20 g for deciduous litters o f  wet weight) we added 7-9 ml o f
119 distillated water (control), 144 ug Mo/Kg (+Mo), 4.7 mg P/Kg (=P) and 144 ug Mo/Kg + 4.7
120 mg P/Kg (+Mo+P). Mo and P concentrations were selected based on previous work and
121 preliminary results (Wurzberger et al., 2012). Each treatment was carry out in 10-15
122 replicates (n = 10-15). Samples were then well mixed and placed in 500 ml jars and
123 equilibrated overnight (-18  h). Jars were then closed and 10% o f  the head space replaced by
124 acetylene (C2H2) produced from calcium carbide and miliQ water. Head space aliquots (9 ml)
125 were collected at 2, 4 and 6  hours and stored in vacuumed sampling vials until analysis (the
126 next day). The incubation time was determined based on preliminary measurements (not
127 shown). The production o f ethylene (C2H4) was measured on a gas chromatograph (Shimadzu
128 8A equipped with a Supelco custom-column (012820,11) and a  FID detector). After ARA,
129 samples were oven dried (in paperbags), weighted and analysed for they elemental contents
130 (C, N, Mo and P) (see below).
131 2.3. Soil and Leaf litter analyses
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132 Three soil cores were collected on each site and under each vegetative cover (deciduous and
133 coniferous). Samples were collected every 5 cm down to 40-50 cm. Only samples form the
134 first 10 cm were analyzed. For total nutrients analysis, soil and litter samples were oven dried
135 (60°C, until stable) and ground manually in a ceramic mortar and pestle. Total carbon (C) and
136 N were measured by elemental analysis (CHNS, Elementar Vario Macro). Total Mo and P
137 were quantified by Inductively-coupled Plasma Mass Spectrometry (ICP-M S, Xseries II,
138 Thermo-Fisher) as follow; 10-25 mg o f  soil and 100-125 mg o f  litter were digested using a
139 microwave-assisted digestion (Mars-Xpress, CEM) in 5 to 10 mL o f  trace-metal grade nitric
140 acid (70%). Samples were then diluted in MilliQ water, spiked with internal standard (2 ppb
141 In/Sc) and analysed by ICP-MS for their P and Mo contents. Available Mo and P were
142 estimated using anion-exchange resin beads (Dowex 1X4-50) and ICP-MS analysis as
143 previously described (Thien et al., 1991; Lang et al., 2000; W urzberger et al., 2012). This
144 method is applicable to both organic and mineral soils and leaf litter using resin bags. Soil
145 and litter pH was measured with a pHmeter (Acumet Basic AB15) as follow: for mineral
146 soils, a ratio o f 1:10 sample : distilled water was used. For organic soils and leaf litters the
147 ratio used was 1:2 sample : distilled water. Samples are mixed for 3.0 m inutes then left to rest
148 for 30 minutes before the measurement.
149 2.4. Statistical analyses
150 One-way Analysis o f Variance (ANOVA, Holm-Sidak method, P < 0.05) was applied to (i)
151 compare variances in N 2 fixation activity between litters supplied with nutrients and the
152 control for each site and each vegetative cover, (ii) compare variances in N2 fixation activity
153 by controls between site for coniferous and deciduous litters and (iii) compare variances in N2
154 fixation activity by control coniferous litters at various time o f  the growing season (Beckett).
155 A t-test was used to compare asymbiotic N 2 fixation activity between deciduous and





160 3.1. Soil and litter analysis
161 3.1.1. Leaf Litter. Total C and N contents in litters are presented in table 1. C, N contents and
162 C/N ratios are comparable in all sites and all vegetative covers, with the solely exception o f
163 the coniferous litter from Frontenac that present a significantly higher C/N ratio (twice
164 higher) than all the other litters (Table 1). While significant differences in total P were
165 observed between litters and sites (from 701 to 1488 ppm), no significant difference was
166 measured in extractable P (from 248 to 384 ppm). As for P, some differences were observed
167 in total Mo (47 to 338 ppb) but extractable Mo was comparable in all litters and all sites
168 (from 10 to 75 ppm). The pH o f  the litters measured varied from 4.1 to 5.6 (Table 1). The
169 coniferous and deciduous litters from the same site present similar pH.
170 3.1.2. Top soil (first 10 cm). Total and extractable P and Mo in top soil (10 cm) are presented
171 in table 2. Total P and extractable P range 367 to 1559 ppm and 13 to 88 ppm respectively.
172 Soil under deciduous and coniferous covers had comparable total and extractable P. The
173 onlye exceptions were; Beckett where in soil under deciduous cover had higher total P than
174 soil under coniferous cover. The opposite was observed at Yamaska where total P was higher
175 in soil under coniferous cover. Finally, at Megantic soil under coniferous cover had higher
176 extractable P than soil under deciduous cover. Total Mo and extractable Mo range from 535
177 to 2428 ppb and 4 to 52 ppb respectively (Table 2). Total and extractable Mo were
178 comparable in soils from the same site independent o f  the vegetative cover. The only
























under deciduous cover. Beckett and Frontenac where soils under coniferous cover has lower 
extractable Mo than soils under deciduous cover.. The pHs o f  soils from the same site are 
comparable with the notable exception o f  Yamaska where soils under coniferous cover had a 
sensibly higher pH (5.5 compare to 3.9).
3.2. N2 fixation in control treatments
Asymbiotic N2 fixation was comparable in all deciduous litters (2.3 -  5.2 x 10'2 nmoIC2H2.h‘ 
’.g '1, Fig. 1). In coniferous litters, N2 fixation was significantly higher at Yamaska than all the 
other sites (Fig. 2). Nitrogen fixation in coniferous litters was significantly higher’ in 
coniferous litter than in deciduous ones at Yamaska, Frontenac and M egantic (Fig. 2, Sup. 
Info. Table S3). No significant difference was observed in asymbiotic N 2 fixation activity 
between coniferous and deciduous litters at Beckett and Orford (Sup. Info. Table S3). No 
significant correlations could be found between the chemical properties o f  the litter (C/N 
ratio, %N, pH ...) or the chemical properties o f  the soil (total and extractable Mo and P, pH) 
and the intensity o f N2 fixation measured at the different sites.
3.3. Effect o f  Mo and P additions on coniferous and deciduous litters
In all sites, N 2 fixation by deciduous litter was affected by neither Mo nor P (Fig. 1), with the 
only exception o f  Megantic at which nutrient additions significantly inhibited N 2 fixation. In 
the contrary to deciduous litters, in coniferous litters all kinds o f  limitations were observed; 
no limitation (Megantic and Yamaska), Mo limitation (Frontenac), P limitation (Beckett) and 
Mo and P limitation (Orford) (Fig. 2). No clear correlation could be found between total and 
extractable P and Mo in soil and leaf litter (Table 1 and Table 2) and N 2 fixation activity or 
response to Mo, P and Mo+P additions.
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202 3.4. Effect o f  Mo and P additions on non-symbiotic N2 fixation at various time o f  the
203 season in coniferous litter from Bois Beckett
204 We specifically tested the effect o f nutrient additions on asymbiotic N 2 fixation at different
205 time o f the growing season (May to September) on one site (Bois Beckett coniferous cover).
206 The results show a clear evolution in nutrient limitation over the course o f the growing
207 season (Fig. 2). At the beginning o f the season (May) N 2 fixation was strongly stimulated by
208 P additions. In June, similar pattern is observed but the effects o f  P and Mo additions are not
209 statistically significant. In mid-season (July), N2 fixation was significantly stimulated by Mo
210 additions. In late season (August and September), N 2 fixation did not respond to either Mo or
211 P additions. In October no significant N 2 fixation was detectable (data not shown).
212
213 4. DISCUSSION
214 4.1. N2 fixation in control treatments
215 Nitrogen fixation activities measured in leaf litters from Eastern Canada are lower than those
216 reported by Silvester (1989) in Oregon (Silvester, 1989). The higher N content o f the leaf
217 litters from Quebec (%N ~ 1.6-2.3, only one site achieves %N < 1.6) compared to those o f
218 Oregon (%N ~ 0.04-1.79) likely explain these differences. The Estrie area, where our
219 experiments were conducted, is characterized by important agriculture and urban activities. It
220 is also located on the path o f  the main atmospheric current draining the North-American East
221 coast. As a result N deposition is more intense in Quebec than Oregon (Galloway et al.,
222 2004). Differences in soil type have also to be considered (W ang et al., 2010). Within our
223 sites we observed a significant difference in N2 fixation intensity between the coniferous and
224 deciduous litters; deciduous litters had in average a lower N2 fixation activity than coniferous
225 litters. No significant difference in litter properties (C/N, %N, Total and extractable P and
10
226 Mo, pH) could be found between the deciduous and coniferous litters that could explain the
227 differences in N2 fixation activity. This difference could be the result o f  parameters not
228 determined in this study such as the composition o f  the microbial community. It is well
229 documented that the microbial community can significantly changes with the vegetative
230 cover (Grayston et al., 1998). Another factor that could explain this difference is the litter
231 decomposition and nutrient mineralization dynamics. Within a homogeneous climate zone,
232 one o f the predominant factor affecting litter decomposition and nutrients dynamics is the
233 quality o f  the litter (Berg et al., 1993). Deciduous litters achieve higher organic matter
234 turnover rates than coniferous ones in boreal and temperate forest, up to 5-10 times faster
235 (Cole et al., 1981). A faster decomposition favors a  better recycling o f  nutrient, up to 10
236 times faster for N in boreal forest (Cole et al., 1981). The faster recycling o f N in deciduous
237 litter compare to coniferous ones could explain the lower N 2 fixation activity measured in
238 deciduous litters.
239 4.2. Mo limitation o f  asymbiotic N 2 fixation in Eastern Canada
240 The effect o f  P on the limitation o f  symbiotic and asymbiotic N 2 fixation is well documented
241 (Vitousek et al., 1991; Vitousek et al., 1999; Wang et al., 2010). The limitation o f  symbiotic
242 N2 fixation by Mo is also well characterized in agricultural systems (Hafner et al., 1992;
243 Gupta, 1997; Srivastava et al., 1998; Vieira et al., 1998a; Vieira et al., 1998b; Vieira et al.,
244 1998c). In natural ecosystems, evidences on the limitation o f asymbiotic N 2 fixation by Mo
245 remains limited to few reports from North-W estern (Horstmann et al., 1982; Silvester, 1989)
246 and central America (Barron et al., 2009; W urzberger et al., 2012). Our results demonstrate
247 that Mo is limiting asymbiotic N 2 fixation in cold temperate forests o f North-Eastern America
248 (Quebec, Canada) further extending the geographic distribution o f  Mo limitation. This
249 suggests that Mo limitation could be widely distributed. To what extend Mo limits asymbiotic
250 N2 fixation remains to be fully established worldwide. A better understanding o f  Mo
1 1
251 limitation could shed new light into the role o f  alternative (M o-independent) N2 fixation
252 systems. Alternative (i.e. vanadium and iron) nitrogenases are present in many N 2 fixers
253 (Bishop et al., 1992; Reed et al., 2011) and the genes coding for these alternative systems
254 have been identified in many ecosystems (Betancourt et al., 2008). The increasing amount o f
255 reports on Mo limitation in contrasted ecosystems suggests that alternative nitrogenases could
256 be more important to N inputs than recognised so far. As mentioned by Reed in a recent
257 review (Reed et al., 2011), this is a critical matter since it could significantly alter our
258 conceptual model relating N2 fixation to trace metal dynamics.
259 4.3. Response to P  and Mo additions as a function o f  the vegetative cover
260 Our study also highlights the importance o f  the vegetative cover on the emergence o f  Mo and
261 P limitation; while several coniferous litters were limited by Mo, P or both, none o f  the
262 deciduous litters positively responded to nutrient (Mo and P) additions. The origin o f  this
263 contrasting response to nutrient additions between deciduous and coniferous litters remains
264 unclear. No correlation could be established between nutrients limitation in deciduous and
265 coniferous litters and the parameters measured in our study (total and extractable Mo and
266 P ...)  (Table 1 and 2). As mention above, the litter quality, the decomposition rate and the
267 nutrient turnover rates could explain these differences. Nonetheless, our results strongly
268 suggest that the composition o f the vegetative cover significantly impacts nutrient limitation
269 (i.e. P and Mo) o f asymbiotic N 2 fixation. Further research is required to elucidate this
270 phenomenon. One could investigate Mo and P dynamics during litter decomposition and their
271 impact on asymbiotic N 2 fixation in the leaf litter at the tree species level.
272 4.4. Response to P and Mo additions by coniferous litter as a function o f  landscape
273 variations in soil and litter chemistry.
1 2
274 Within the coniferous litters, the mechanisms responsible for the emergence o f  P and Mo
275 limitation are still unclear. Wurzberger (W urzberger et al., 2012) found a consistent
276 relationship between P and Mo availability in the top soil and Mo and Mo+P limitation o f
277 asymbiotic N 2 fixation on a tropical forest floor (Panama). Total and extractable Mo was low
278 and comparable in all the studied sites. The sites with high total and extractable P were
279 preferentially limited by Mo and the sites with low total and extractable P were preferentially
280 co-limited by Mo and P. No limitation by P alone was observed by Wurzberger. Such
281 correlation could not be found in our coniferous sites. The limitation o f asymbiotic N 2
282 fixation by Mo is likely the result o f  its low abundance and availability; Mo is the least
283 abundant biometal in the earth crust (Wedepohl, 1995) and its availability is further reduced
284 by interactions with the soil matrix (organic matter, oxides) (Wichard et al., 2009). Assessing
285 P and Mo bioavailability to N 2 fixing prokaryotes is likely key to understand how Mo and P
286 dynamics constrain asymbiotic N2 fixation. Various methods have been developed to
287 estimates nutrient availability in soil. These methods have mostly been developed to evaluate
288 availability to plants. For instance, the use o f  ion exchange resin beads has proven efficiency
289 for the estimation o f Mo availability to plants (Bhella et al., 1972; Sherrell, 1989). The
290 absence o f correlation between resins extractable Mo and Mo limitation in our study and
291 other (Wurzberger et al., 2012) invites to re-evaluate the pertinence o f  these methods to
292 estimate Mo availability to prokaryotes in litters. In recent years, it has been demonstrated
293 that free living N2 fixers can produce metallophores to actively retrieve Mo from various
294 natural sources (organic matter, oxides). For instance, the ubiquitous N 2 fixer Azotobacter
295 vinelandii produces catecholate metallophores (azotochelin and protochelin) in response to
296 Mo limitation that complex Mo and improve its bioavailability (Bellenger et al., 2008;
297 Kraepiel et al., 2009). The efficiency o f such acquisition systems is very unlikely to be
298 captured by traditional means to estimate Mo availability such as ion-exchange methods. In
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299 addition, current extraction methods are efficient to evaluate the availability o f  an element in
300 a bulk sample, but do not allow accessing the spatial heterogeneity o f the microenvironments
301 in which prokaryotes live. In order to better constrain the role o f  Mo dynamics in leaf litter
302 and soil on the emergence o f Mo limitation o f  asymbiotic N 2 fixation, new methods must be
303 developed to better estimate Mo availability to N 2 fixing prokaryotes. This issue was already
304 highlighted by Silvester (Silvester, 1989) but to date has not been fully addressed. This task is
305 challenging but necessary to resolve the Mo conundrum. One could explore the possibility to
306 use materials functionalized with catechol functions.
307 4.5. Temporal variation in response to Mo and P additions by coniferous litters
308 Our results clearly show that the limitation o f  asymbiotic N 2 fixation by P and Mo is a
309 dynamic process. In our reference site (Beckett), P is limiting in the early stage o f  the
310 growing season while Mo appears to be limiting in mid-season. The absence o f  P and Mo
311 limitation in late season suggests that there are enough nutrients available to N 2 fixers to
312 sustain N 2 fixation. The observed pattern in nutrients (Mo and P) limitation might be
313 related to litter decomposition dynamics. Beside climate, the primary factors controlling
314 litter decomposition are microbial activity (itself strongly influenced by the climate) and
315 the litter quality. In temperate and boreal forests microbial activity and litter
316 decomposition achieve a strong seasonality. Various studies have reported two distinct
317 phases in microbial activity and litter decomposition; The first phase is characterise by a
318 fast decomposition o f the litter (first few hundred days), followed by a second phase o f
319 slow decomposition due to the higher recalcitrance o f  the remaining organic matter (Blair
320 et al., 1990; Berg et al., 1991; Adams et al., 1996; Prescott, 2005). The release o f  nutrient
321 (e.i. P, Mo) likely follows a similar pattern. At the beginning o f the growing season the
322 supply o f available nutrients is likely limited due to low biological activity and slow.
323 decomposition rates. Later in the season more active degradation processes likely allow
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324 an enhanced release o f nutrient from the decaying litter. The reason for the delay between
325 P and Mo limitation is not clear but likely reflects differences in nutrient dynamics in the
326 litter that remains to be fully characterized. Mo is present in low supply in the leaf litter
327 and the strong interaction o f  molybdate with organic compounds further reduces its
328 accessibility (Wichard et al., 2009). Mo might be limiting in early season, as suggested by
329 the slight increase in N2 fixation activity in response to Mo additions in May and June
330 (Fig. 3), but it is likely overshadowed by the P limitation. Any further speculations on the
331 role o f litter decomposition and nutrients dynamics on P and Mo limitation o f  asymbiotic
332 N2 fixation over the course o f the growing season will require further investigations.
333 Issues mentioned above regarding methods used to evaluate available P and Mo to
334 prokaryotes are a significant constrain that must be solved. Nonetheless, our results
335 clearly show that nutrient limitation o f asymbiotic N 2 fixation is a very dynamic process
336 evolving during the course o f the growing season. To the best o f our knowledge this is the
337 first demonstration o f  a temporal evolution o f  Mo and P limitation on one location. The
338 seasonal variability in Mo limitation further complicates its identification. Seasonal
339 variability in Mo and P limitation o f  asymbiotic N 2 fixation could be an important factor
340 controlling biological N input dynamics in temperate and boreal ecosystems that remain
. 341 to be fully described. In tropical forest in which litter deposition and decomposition are at
342 a pseudo steady state the temporal variation in Mo and P limitation might be less marked.
343
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354 F igure captions
355 Scheme 1: Localization o f  the sites.
356
357 Figure 1: Response in N 2 fixation activity to nutrient additions by deciduous litters. *
358 represent significant difference with control (One way ANOVA, P < 0.05, holm-Sidak
359 method), similar letters indicate no significant difference between site (for the control
360 treatments). (nd = not detectable).
361
362 F igure 2: Response in N 2 fixation to nutrient additions by coniferous litters. * represent
363 significant difference with control (One way ANOVA, P < 0.05, holm-Sidak method), sipiilar.
364 letters indicate no significant difference between site (for the control treatments).
365
366 F igure 3 : Response in N2 fixation to nutrient additions by coniferous litter at different time
367 o f the growing season (Beckett). * represent significant difference with control (One way
368 ANOVA, P < 0.05, holm-Sidak method), similar letters indicate no significant difference
369 between control treatments.
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Table 1 : Leaf litter chemistry; total C, N, C/N ratio, total P and Mo 'contents, resin extractable P and Mo and pH. Mean (±SEM) (n = 3). Similar 
letters indicate no significant difference according to one-way ANOVA (P < 0.05, holm-Sidak method).
Site Cover C % N % C/N P ppm Mo ppb Resin P ppm Resin Mo ppb pH
Beckett coniferous 48.2 (0.4) 1.9 (0.1) 25.1 (0.3) B 985 (13 )bcd 282 (10)a 307 (12)a 3 3 (2 )“ 4.2 (0.1)
deciduous 44.7(0.1) 1.6 (0.1) 27.1 (0.5) b 1271 (64) “b 131 (8)b 341 (8 )a 2 4 (5 )“ 4.1 (0.1)
Yamaska coniferous 44.9(0.5) 1.7 (0.1) 26.8 (0.2)b 1189 (42)“bc 326 (49)a 3 1 5 (30)a 25 (3 )“ 5.6 (0.2)
deciduous 46.4(0.1) 2.2 (0.1) 20.8 (0 .8)b 1190 (40)abc 119 (25)b 384 (26)a 17(1 )“ 5.6 (0.2)
Megantic coniferous 49.0(0.1) 2.1 (0.1) 23.2 (0.2)b 1220 (8 )“b 140 (13)b 264 (16)a 31 (7 )“ 4.2 (0.1)
deciduous 46.7(0.2) 2.3 (0.1) 20.3 (0.1)b 1488(18)“ 107 (7)b 3 36(46)“ 2 0 (2 )“ 4.5 (0.1)
Frontenac coniferous 50.1 (0.4) 1.0(02) 58.2 (8.5) a 701(228)“ 72 (33)b 248 (71)“ 2 3 (4 )“ 4.2 (0.1)
deciduous 46.0 (0.2) 1.7 (0.1) 26.8 (0 .5)b 907 (22)bcd 50 (17)b 2 79(10)“ 10(9)“ 4.7 (0.2)
Orford coniferous 48.5(0.1) 2.0 (0.1) 23.7 (0.2)b 1189(14)b 338 (34)a 322 (30) a 75(45)“ 4.4 (0.1)
deciduous 45.2 (0.2) 1.7 (0.1) 26.4 (0 .6)b 774 (63)cd 47 (6 )b 383(14)° 16(5 )“ 4.9 (0.1)
Table 2: Soil chemistry; total P and Mo contents, resin extractable P and Mo and pH. Mean (±SEM) (n =  3).
Site Cover P ppm Mo ppb Resin P ppm Resin Mo ppb pH
Beckett coniferous 585 (69)c 979 (160)b 13 (4 )c 12 (2 )c 3.8 (0.2)
deciduous 1559(300)“” 1144 (218 )b 43 (1 l ) “bc 39 (10)"b 3.9 (0.1)
Yamaska coniferous 1871(204)“ 2428(302)“ 
938(65)
21 ( l ) bc 38 (2) “b 5.5 (0.2)
deciduous 822 (209) 26 (6 )bc 29 (4)abc 3.9 (0.4)
Megantic coniferous 611 (85)c 808 (157)b 88 (9 )“ 21 (2)* 3.2 (0.1)
deciduous 568(94)c 1006 (73) b 17 (4 )bc 28 (6 )“”“ 3.9 (0.4)
Frontenac coniferous 367(83)c 535 (68)b 23 (15) bc 4 ( l ) c 4.5 (0.6)
deciduous 964 (93)bc 1250 (99) b 62 (16) “b 5 2 (6 )“ 4.5 (0.2)
Orford coniferous N/A N/A N/A N/A N/A
deciduous 582(70)c 1,125 (51)b 22 (5 )bc 38 (5 )“” 4.1 (0.2)







Table S2: Description o f litter and soil sampling and analyses.
2011 2012
M ay Beckett:
Deciduous and coniferous litters. / 
Soil cores. / ARA assays
Note: Deciduous litters were assayed 
in 2012. No Mo or P  limitation was 
observed (data not shown).
Ju n e Orford:
Deciduous and coniferous litters. / 
Soil cores. /  ARA assays
Beckett:
Coniferous litters. /  ARA assays
July Yamaska:
Deciduous and coniferous litters. / 
Soil cores. / ARA assays
Beckett:
Coniferous litters. / ARA assays
A ugust Mesantic:
Deciduous and coniferous litters. / 
Soil cores. /  ARA assays
Beckett:
Coniferous litters. /  ARA assays
Septem ber Frontenac:
Deciduous and coniferous litters. / 
Soil cores. /  ARA assays
Beckett:
Coniferous litters. /  ARA assays
O ctober Note: Soils and litters were dried  
after ARA assays. Elemental and pH  
analyses were performed in fa ll- 
winter 2011 - 2012.
Beckett:
Coniferous litters. /  ARA assays
Table S3: Comparison o f  asymbiotic N 2 fixation activity between deciduous and coniferous 
litters for each site (t-test).
t-value p-value
Beckett -1.559 0.136
Y am aska 4.211 < 0.001
M egantic 4.780 < 0.001
Frontenac 5.173 < 0.001
O rfo rd 1.577 0.132
ANNEXE II - Données exclues des analyses
Parc
C ou v ert
v é g é ta l
Exclu p a r te s t s  
s ta t is t iq u e s
P e rd u  au  cours 
d e s  
m a n ip u la tio n s
B ois-B eckett
F euillus - -
R ésineux - -
O rford
F euillus P10 B l, M o2
M ixtes M olO M 0 P8
R ésineux M oP5 -
M égantic
F euillus B9,B10 -
M ixtes - M oP4
R ésineux P3 -
Yam aska
F euillus M o3, M oP5 -
M ixtes M oP4, P13 -
R ésineux -  • -
F ro n ten ac
F eu illus M o4, M olO -
M ixtes - B7






ANNEXE III - Résultats mixtes
0,5
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10 ABSTRACT
1 1  N 2 fixation by moss-associated cyanobacteria plays an important role in the nitrogen
12 cycling o f terrestrial ecosystems. Recent studies have mainly focused on boreal
13 ecosystems: little is known about such association in other ecosystems. Moss-associated
14 cyanobacteria are subject to rapid changes (hourly or less) in environmental conditions
15 that may affect N 2 fixation kinetics. Using a recently developed method (Acetylene
16 Reduction Assays by Cavity ring-down laser Absorption Spectroscopy , ARACAS) with
17 higher sensitivity and sampling frequency than the conventional method, we characterize
18 short-term kinetics o f N 2 fixation by cyanobacteria on moss carpets from warm and cold
19 temperate forests. We report the identification of a heretofore unknown multispecies true-
20 moss-cyanobacteria diazotrophic association. We demonstrate that short-term change in
21 abiotic variables greatly influences N 2  fixation. We also show that difference in relative
2 2  proportion of two epiphytic diazotrophs is consistent with divergent influences o f
23 temperature on their N2 fixation kinetics. Further research is needed to determine whether








1 231 Nitrogen (N) limitation of primary production is common in terrestrial ecosystems ’ .
32 Dinitrogen (N2) fixation, the biological reduction o f atmospheric N 2  to ammonia, is the
33 main source o f new bioavailable N in many terrestrial ecosystems. This reaction is
34 catalyzed by the enzyme nitrogenase, which is present in prokaryotic diazotrophs living
35 freely in soil or in symbiotic associations with higher plants (e.g. legumes) or non-
36 vascular plants and fungi (e.g. mosses and lichens). Moss-associated cyanobacteria
37 (MAC) have been mostly investigated in cold environments (boreal and polar) where
38 they play an important role in the N budget3. A few studies also have reported the
39 presence o f diazotrophic MAC in temperate and tropical ecosystems4-8. In boreal and
40 polar ecosystems, cyanobacteria have been believed to be mostly associated with peat
41 bog mosses in early stages of colonization910. This paradigm has recently been
42 questioned with the report of epiphytic and diazotrophic cyanobacteria in association with
43 true mosses (Pleurozium schreberi, Hylocomium splendens and Ptilium crista-castrensis)
44 in mature boreal forests"-15. While the biogeochemical significance o f MAC is
45 increasingly evident in boreal ecosystems14, their role in temperate and tropical
46 ecosystems currently is unclear. Estimates of N 2 fixation by MAC and other non- 
»
47 symbiotic N 2 fixing organisms remains challenging and subject to large uncertainties.
48 Most studies o f N 2 fixation focus on time scales o f days, seasons, or years16’17. N2 fixing
49 organisms are, however, exposed to rapidly changing environmental conditions such as
50 humidity, temperature and light (over minutes to hours)18,19. The low N 2 fixation in most
51 non-symbiotic N2 fixing organisms and the low sensitivity o f conventional assays result
52 in long incubations that are not well suited for studying short-term kinetics. The purpose
3
53 of the work reported herein was to investigate the short-term kinetics of N 2 fixation
54 activity by MAC from two contrasting sites in response to varying abiotic growth
55 conditions using ARACAS (Acetylene Reduction Assays by Cavity ring-down laser
56 Absorption Spectroscopy) a method recently developed by Cassar et al (2012) 21 for real-
57 time assessment of N2 fixation kinetics. N 2 fixation by MAC quickly responds to change
58 in growth conditions (e.g. temperature, humidity). The difference in response between
59 sites could be explained by the influence o f growth conditions on the relative abundance
60 of MAC species inhabiting Ànomodon attenuatus.
61
62 EXPERIM ENTAL SECTION
63 Site description and sampling. Samples of the true moss Anomodon attenuatus were
64 collected in summer of 2011 from Eno River State Park (Durham, NC, USA,
65 36°07’83”N, 79°00’50”W) and Bic (Qc, Canada, 48°22’25”N, 68°41 ’01”W). The North
6 6  Carolina sampling site climate is warm temperate and moist: it supports deciduous forest
67 (here designated as “warm temperate”). The climate at the Gaspésie site (Bic) is maritime
6 8  boreal; it supports dense forest with conifers and deciduous species (here designated as
69 “cold temperate”). Samples were collected on the trunk of trees or stones and stored in a
70 laboratory with exposure to natural light and moisture.
71 Microscopy. The presence of epiphytic cyanobacteria associated with A. attenuatus was
72 determined using light and epifluorescence microscopy12,14’20. The MAC were counted
73 under the microscope as individual colonies. Five samples o f A. attenuatus moss carpet
























location. For each sample, 15 stems were dissected and transferred to a 15 mL tube to 
which 2 mL of distilled water was added. The tubes were shaken vigorously and3 slides 
were prepared for each tube by transferring 100 pL of the suspension on a glass slide for 
microscope observation. The aim of this procedure was to provide a qualitative estimate 
of the relative abundance o f the cyanobacterial species associated with A. attenuatus. 
Given the large disparity in the cyanobacterial assemblages between the two study sites 
(Table 1), a difference in ratio of Calothrix to Nostoc is clear.
Measurement o f  IS2  fixation. N2  fixation was measured by the method of Acetylene 
Reduction Assays by Cavity ring-down laser Absorption Spectroscopy (ARACAS)
9 Iextensively described in a previous paper by Cassar et al (2012) . This new approach 
allows for continuous monitoring o f the reduction of acetylene to ethylene, a surrogate 
reaction for N2 fixation (Figure lb). Compared to the traditional flame ionization detector 
gas chromatography (GC-FID) method, ARACAS provides ethylene measurements at 
lower concentrations (ppb) and higher resolution (~ every 10 seconds). Samples were 
incubated with 1 0 % acetylene in a glass container sealed with a lid and septum system 
with one port for acetylene injection, one for water injection (when needed), and two 
attached to an ethylene cavity ring-down spectrometer (Picarro model G 1106). Air in the 
incubation chamber was continuously circulated through the ethylene analyzer. Samples 
o f A. attenuatus were placed individually in the incubation apparatus (Figure la), and 
1 0 % of the system volume was replaced with acetylene (produced from calcium carbide 
and water). In order to estimate the natural production o f ethylene, moss samples were 
incubated in the absence of acetylene. No natural ethylene production was detected.
5
97 Short term kinetics o f N 2 fixation in response to abiotic factors. The effect of variation
98 in temperature, light and humidity was measured with the ARACAS method.
99 Temperature was monitored with a HOBO TidBit v2 (UTB1-001) data logger. Because
100 the HOBO probe temperature record could only be read after the incubation was
1 0 1  terminated, internal temperature was also estimated during the experiment with a
102 thermocouple in the external water bath. Temperature was adjusted from 4°C to 36°C
103 with a circulating water bath or ice and a heater plate. To investigate the effect of
104 light/dark cycles on N 2 fixation by A. attenuatus moss, samples were incubated in
105 light/dark cycles for various lengths o f time (12, 15, 24, 36 or 48h). N 2 fixation was
106 measured in complete darkness, after which samples were exposed to light until C2 H4
107 production stabilized. Subsequently, samples were incubated in the dark again for an
108 hour. N 2 fixation was continuously monitored at the end of an 18 hour drying period at
109 room humidity and after successive additions o f water to the incubation chamber (1 mL
110 distilled water additions, 22°C, light, 25 cm2 moss). Although our kinetics trends are
1 1 1  clear, the instrument can be further optimized to increase the signal to noise ratio to a
112 precision of 2 and 0.2 ppbv (3 a) over 5 and 300 seconds, respectively (see Cassar et al.
113 2012)21.
114
115 RESULTS AND DISCUSSION
116 Identification o f  a new diazotrophic moss-cyanobacteria association. Two genera o f
117 cyanobacteria (Calothrix sp. and Nostoc sp.) were identified in association with the
118 mosses from both field sites (Figure 2 and Figure SI). Heterocysts (specialized structures
6
119 dedicated to N 2 fixation) were observed on the cyanobacterial filaments of both genera.
120 N2  fixation rates by A. attenuatus moss carpets from both locations (N.C: 1.5 ± 0.2
121 pmolC2 H4 m ' 2 h '1, n = 15 and Qc: 1.7 ± 0.5 pmolC2 H4  m ' 2 h '1, n = 8 ) were similar to
122 those measured in other cyanobacteria-moss associations14. To the best o f our knowledge,
123 this is the first report of a cyanobacterial association with A. attenuatus and one of the
124 first reports of an association of cyanobacteria with a true moss- in warm temperate
125 ecosystems. Further research is needed to assess the biogeographical extent o f such
126 associations and their contribution to N inputs.
127 Short term kinetics in N2 fixation by Anomodon attenuatus moss carpet in response to
128 variations in environmental conditions. Non-symbiotic N 2 fixers often are exposed to
129 rapid changes in growth conditions (Figure S2). Our results show that N 2 fixation by A.
130 attenuatus moss carpet is strongly influenced by temperature, humidity and light. N 2
131 fixation by A. attenuatus was highly dependent on temperature (Figure 3a), and showed
132 rapid response in samples from both regions (results forN C are presented in Figure S3).
133 N 2 fixation recovery after cold treatment occurred in minutes with no observable
134 hysteresis between 5 and 24°C in samples from both locations. A. attenuatus from Qc
135 was more sensitive to high temperature than A. attenuatus from NC. While N 2 fixation
136 activity in mosses from NC was maintained up to 36°C (~ 40% of the optimum), it was
137 totally suppressed at 36°C in mosses from Qc. Mosses from the two locations had
138 comparable recovery kinetics after heat stress. After a short incubation at high
139 temperature (> 30°C for few minutes) nitrogenase activity recovered very slowly (Figure
140 3a) and remained low or nil > 2-3 hours but partially recovered after 5-6 hours and

























While the effect of temperature on N 2 fixation is well documented19’22’23, our study 
demonstrates that the response to temperature is nearly instantaneous. The contrasting 
response o f N 2 fixation to low and high temperature likely reflects the dénaturation of 
proteins and the time required for regeneration of degraded nitrogenase and other proteins 
after heat stress (> 30°C). In contrast, low temperature exposure inhibits N 2 fixation 
activity but is unlikely to damage the nitrogenase enzyme, which may explain the fast and 
full recovery of N 2 fixation activity after cold stress (Figure 3a).
Our study also shows that N 2 fixation by MAC from different locations exhibit 
contrasting responses to light availability. N 2  fixation by A. attenuatus moss from the 
warm temperate forest was strongly dependent on light/dark treatments and their 
durations. After 12 hours o f darkness, N 2  fixation was strongly reduced (Figure 4a). Upon 
exposure to light, N 2  fixation gradually rose and recovered within approximately 2  hours, 
after which it was highly sensitive to changes in light availability. As shown in Figure 4a, 
N 2 fixation activity was reduced by a factor o f 3 within minutes o f dark exposure. The 
recovery time was dependent on the length o f the dark period (30 minutes, 2 hours and 
more than 15 hours after a dark treatment o f 1 hour, 12 hours or 36 hours). In contrast, 
the light/dark regime had little or no effect on the daily N 2 fixation by A. attenuatus from 
the cold temperate environment; N2 fixation was not significantly reduced after 15, 24 or 
even 48 hour dark periods (Figure 4b and Figure S4) nor was it affected by variations in 
light availability (data not shown). The origin o f the discrepancy in the light response for 
the two sites is unclear but could be explained by- (i) differences in the proportion of the 
two cyanobacterial N 2 fixers between the two locations, (ii) adaptation o f the moss and/or 
cyanobacteria to the local conditions or (iii) the presence of unidentified N 2 fixers.
8
165 After 18 hours of desiccation, N2 fixation recovered within an hour o f sample rehydration
166 (Figure S5). No significant difference in response to moisture was observed between
167 samples from the two regions. Although a more thorough investigation is necessary, our
168 observations are consistent with desiccation tolerance and moisture being dominant
169 factors controlling N2  fixation by MAC18.
170 N 2 fixation by non symbiotic N 2 fixing organisms is estimated in the field using time-
171 course measurements of large amount o f samples to integrate spatial and biological
172 variability. Due to the low activity o f most non-symbiotic N 2 fixers long incubations
173 (several hours) often are required. Estimating N 2 fixation rates between punctual
174 measurements, separated by several days or weeks, is challenging but can potentially be
175 accomplished based on (i) intensive field measurements o f N 2 fixation, (ii) an exhaustive
176 characterization of the response of N 2 fixation to changes in major abiotic variables and
177 (iii) meteorological data collected on site. Measurements of short-term kinetics o f N2
178 fixation by MAC and other non-symbiotic N2  fixing organisms in response to
179 environmental stress with ARACAS therefore may help refine N fixation estimates.
180 Effect o f  abiotic factors on multispecies moss-cyanobacteria associations. A recent
181 study of coastal cyanobacterial mats showed that diazotroph diversity optimizes N 2
182 fixation in response to short-term variability in abiotic conditions25. In our study, the
183 contrasting temperature dependence of N 2 fixation of the mosses from the two regions
184 likely reflects differences in the proportion o f the two diazotrophic cyanobacteria.
185 Optimum temperature of N 2 fixation activity by isolates of the genera Nostoc sp. and
186 Calothrix sp. are 13°C and 30°C, respectively15. In previous studies, the predominance o f
187 Nostoc in the cyanobacteria-moss association has been suggested to explain the
9
188 temperature optimum of P. schreberi (13°C) and Sphagnum riparium  (16°C) from boreal
189 ecosystems15,24’26. In our study, while A. attenuatus collected in a warm temperate forest
190 and preferentially colonized by Calothrix sp. (Calothrix/Nostoc = 20/1), had a
191 temperature optimum around 28°C (Figure 3c and Figure S6 ), A. attenuatus collected in a
192 cold temperate forest with equal proportions of the two diazotrophic genera
193 (Calothrix/Nostoc -  1.5/1) had a wider optimum temperature range (from 16°C to 30°C,
194 Figure 3b and Figure S6 ). Although further research is needed, the difference in relative
195 abundance o f MAC between the two sites may potentially be attributed to adaptation to
196 the temperature regime at the two latitudes. Seasonal variations in temperature could also
197 impact the relative proportion of the cyanobacterial genera.
198 The presence of comparable associations (Calothrix sp., Nostoc sp., moss) involving
199 different genera of moss (P. schreberi15 A. attenuatus, in this work) from contrasting
2 0 0  environments (boreal, cold temperate and warm temperate) raises the question o f the
201 specificity of these multispecies cyanobacteria-moss associations. Recently, Ininbergs et
2 0 2  al. 2 7  concluded that cyanobacterial communities show a high degree o f host specificity in
203 P. schreberi and H. splendens from a boreal forest. Although species identity prevails
204 over environmental conditions in determining which cyanobacteria inhabit a given moss,
205 our results, along with others, suggest that abiotic variables may govern the relative
t  Q 9 8  ™206 abundance of the cyanobacterial populations ’ ‘ . Hosting multiple cyanobacteria
207 genera with varying dependencies on growth conditions could be an efficient strategy to
208 ensure a continuous N supply to the moss biome. The extent to which mosses benefit
209 from hosting multiple cyanobacterial species and the ecological relevance o f these
210 multispecies associations, including their contribution to the ecosystem N budget, need to
10
211 be further investigated. The presence of N 2 fixing organisms other than cyanobacteria
212 (e.g. bacteria) should also be considered in future studies. Finally, research on the
213 latitudinal and seasonal variability in the structure o f multispecies cyanobacteria-moss
214 associations will shed light into the extent of such strategies, with potential relevance to
215 global climate change and the poleward migration of phenotypes and species.
216
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237 1 ) Micrographs of A. attenuatus extract from NC. 2) Meteorological data (temperature,
238 precipitations) for Bic area (Qc) and Eno Park State (NC). 3) Effect o f  temperature on
239 acetylene reduction by A.attenuatus moss carpet from NC. 4) Effett o f light exposure on
240 A. attenuatus from Bic. 5) Effect of humidity on acetylene reduction by A. attenuatus
241 moss carpet from NC. 6 ) Relative N 2 fixation activity in response to temperature by A,
242 attenuatus moss from Qc and NC. This material is available free of charge via the





247 Figure 1: (a) Incubation apparatus connected to the C2 H4  analyzer (ARACAS) (b) C2 H4
248 production by an Anomodon attenuatus moss carpet.
249
250 Figure 2: Identification of epiphytic cyanobacteria inhabiting Anomodon attenuatus.
251 Micrographs of A. attenuatus extract from Bic (Québec, Canada) at x630 magnification.
252 (a,b) Cyanobacteria filaments under light microscope showing heterocysts (black arrow),
253 (a) Calothrix epithytica,(b) Nostoc sp. (c,d) same samples under fluorescence microscope
254 showing heterocysts (white arrow). Only micrographs obtained with A. attenuatus from
255 Québec are presented, micrographs obtained with A. attenuatus from North Carolina are
256 presented in Supplementary Information (Supplementary Figure 2) and show the same
257 genera.
258
259 Figure 3 Effect of tem perature on N2  fixation activity by Anomodon attenuatus moss
260 carpet, (a) Short-term kinetics o f N 2 fixation activity in response to changes in
261 temperature (range 5°C to 36°C). (b) Relative N 2 fixation' activity (observed rate /
262 maximum rate) as a function of temperature in A. attenuatus from Québec (n = 3) and (c)
263 from North Carolina (n = 3). The statistical analysis is 1-way ANOVA, see
264 supplementary Figure 6  .
265
266 Figure 4 Effect of light on .N î fixation activity by Anomodon attenuatus. (a) A.











experiment), and (b) A. attenuatus from Québec (sample was maintained 24 hours in 
darkness prior to the experiment). In the latter case, no decrease in N 2 fixation activity 
was observed after 15, 24 and 48 hrs of darkness. (See Supplementary Figure 4 for results 
after 15 and 48 hrs)
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ANNEXE VI - Identification des échantillons.
Monocultures (12)











THOC . Thuja occidentalis
Cultures 2 espèces (14)




























Cultures 4 espèces (101
4N1 ABBA PIGL PIRE PIRU
4N2 ACRU BEAL BEPA QURU
4NR2 PIRE PIST PIRU PIGL
4N3 BEAL PIRE PIRU PIST
4N4 ABBA BEPA LALA PIGL
4N5 ABBA ACSA PIRU PIGL
4N6 LALA PIST QURU THOC
4N7 ACRU QURU PIST THOC
4NR7 BEPA PIST ACSA PIGL
4N8 ACSA BEAL PIGL THOC
Culture 12 espèces
12N Toutes les espèces
